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Licht dient als wichtiges Signal und ermöglicht Organismen, sich an wechselnde 
Umweltbedingungen anzupassen. Der filamentöse Ascomycet Aspergillus nidulans 
ist in der Lage, zahlreiche Signale wie Licht, Temperatur oder auch den Gehalt der 
vorhandenen Kohlenstoffquelle im Substrat wahrzunehmen und darauf entsprechend 
zu reagieren. Zur Lichtwahrnehmung haben sich in A. nidulans verschiedene  
Photorezeptoren evolviert. Blaues Licht wird durch das Phototropin LreA im  
Zusammenspiel mit LreB, oder durch das Cryptochrom CryA wahrgenommen. Zur 
Rotlichtdetektion dient das Phytochrom FphA. VeA bildet das zentrale Bindeglied 
zwischen Lichtwahrnehmung, Entwicklung und Metabolismus  
 Die Lichtwahrnehmung beginnt schon in der Spore. In dieser Arbeit wurde  
gezeigt, dass Licht die Sporenkeimung in A. nidulans verzögert. Diese Verzögerung 
geht mit dem Anschwellen der Spore und der Anreicherung von Zellkernen einher. 
Dunkelrotes Licht hatte den stärksten Effekt. Im Wildtypstamm FGSCA4 waren im 
Dunkeln nach 22 h Inkubation 65% der Sporen gekeimt, während unter  
Dunkelrotbelichtung nur 5% der Sporen einen Keimschlauch gebildet hatten. Dieser 
Hemmeffekt konnte auf die Beteiligung von FphA zurückgeführt werden. 
 Einen weiteren Vorteil, neben dem Erkennen verschiedener Umweltsignale 
birgt die Möglichkeit, sich frühzeitig auf wechselnde, täglich wiederkehrende  
Bedingungen, einzustellen. In Neurospora crassa wird diese Eigenschaft vermittelt 
durch das positive Element WC-1/WC-2, sowie das negative Element FRQ. Beide 
agieren in einer autoregulatorischen negativen Rückkopplungsschleife und bilden 
somit eine „innere Uhr“. Während WC-1 und WC-2 in A. nidulans gut konserviert 
sind, konnte bislang kein FRQ Homolog identifiziert werden. Eine zyklische  
Expression der Glyzerinaldehyd-3-Phosphat Dehydrogenase (gpdA) weist dennoch 
auf die Existenz einer inner Uhr in A. nidulans hin. 
In dieser Arbeit wurde mittels eines Luciferase-Reportergen Assays auf eine 
Beteiligung von Phytochrom an der Regulation der zyklischen Expression des   
lichtinduzierten Gens ccgA, sowie des Gens gpdA rückgeschlossen. Rotlicht führte in 
der zyklischen ccgA Expression zu einer geringeren Periode von 16 h – 18 h,  
während Weiß- oder Blaubelichtung zu einer Periode von 26 h führten. Auch die  
Periode im Expressionsmuster von gpdA war unter Rotlicht mit 17 h im Vergleich zu 





Ein bisher nicht charakterisiertes Protein, VipA, beeinflusst stark die  
Phytochrom-gesteuerte Lichtwahrnehmung in A. nidulans. Eine vipA-Deletion führt zu 
verminderter asexueller und gesteigerter sexueller Entwicklung unter Weißlicht,  
sowie zur Hemmung der lichtaktivierten Sterigmatocystin- und Penicillinproduktion. 
Diese Phänotypen sind offensichtlich bedingt durch die vipA-abhängige Regulation 
der Hämbiosynthese. Biliverdin IXα geht aus dem Hämsyntheseweg hervor und stellt 
vermutlich den Chromophor von FphA dar. Es konnte gezeigt werden, dass VipA an 
den Promotor eines 5-Aminolävulinsäure Dehydrogenase codierenden Gens bindet 
und dessen Expression nach Belichtung aktiviert. Auch das daraus resultierende 
Zwischenprodukt im Hämsyntheseweg, Porphobilinogen, wurde nach Belichtung  
VipA-abhängig um 62% erhöht gebildet. Neben dem Effekt in der Regulation der 
Hämsynthese konnte für VipA eine Interaktion mit den Proteinen des Licht-Regulator-
Komplexes LreA, LreB, VeA und FphA nachgewiesen werden. 
 Alle hier beschriebenen Effekte wirken sich auf Phytochrom aus, oder sind von 
Phytochrom abhängig. Ziel zukünftiger Forschung ist es, beschriebene Effekte näher 
























Light serves as an important signal for many organisms and permits adaption to  
environmental changes. The filamentous ascomycete Aspergillus nidulans is able to 
react to changes in light, temperature, or even subjected to changes in the carbon 
source based on the ability to sense the ambience. For light sensing A. nidulans  
harbors different kinds of photoreceptors. Among them are two blue light sensing 
systems consisting of the White Collar homologues LreA and LreB and additionally 
the cryptochrome CryA, which is known to participate in blue and UV light detection. 
For red light sensing A. nidulans occupies the fungal phytochrome FphA. The VeA 
protein is not directly involved in signal perception, since it has no sensory function at 
all, but represents the main regulator, bridging light sensing with the developmental 
or metabolic output.  
Even the fungal spores are already able to sense light. In this thesis it is 
shown, that light delays spore germination, additionally leading to swelling of spores 
with enrichment of nuclei. Far-red light showed to have the most severe effect. In the 
wild type strain FGSCA4 65% of the spores formed a germ tube after 22 h of dark 
incubation, whereas far-red light illumination resulted in only 5% of germinated 
spores after 22 h of incubation. The delay effect was linked to FphA. 
Another advantage for free living organisms confers the ability to adjust to day 
to day influences in advance. Therefore in Neurospora crassa a circadian clock 
evolved consisting of an autoregulatory negative feedback loop with WC-1/WC-2  
acting as the positive element and FRQ exhibiting the negative Element. There is 
also evidence for A. nidulans occupying a circadian system leading to a periodical 
expression pattern of a gene encoding for a glyceraldehyde-3-phosphate  
dehydrogenase (gpdA), even though frq is not detectable in the A. nidulans genome. 
However White Collar homologues are present. 
Experiments from this thesis with a luciferase reporter system revealed a  
cyclic expression pattern for the light induced gene ccgA as well as for gpdA. ccgA 
cycling showed a period length of 26 h under white or blue light conditions. For gpdA 
incubation in blue light conditions resulted in a period length of 22 h. Red light  
illumination resulted in a shorter period in both cases. For ccgA period length in red 
light was reduced to 16 h - 18 h similar to gpdA expression which showed a short-





VipA, a so far uncharacterized protein had a strong influence on phytochrome de-
pendent light signal output. A deletion of vipA resulted in a reduction of asexual 
spores and in an increase of sexual development, as well as in reduced production of 
secondary metabolites in dependence on light. These phenotypes were referred to 
an influence of VipA on the heme biosynthetic pathway. VipA leads to a light  
dependent activation of a gene coding for a 5-aminolevulinic acid dehydratase 
(AN1403). In addition the resulting gene product catalyzes the reaction from ALA (5-
aminolevulinic acid) to PBG (porphobilinogen). Further it is shown that PBG levels 
increased about 65% in dependence on light and vipA. Besides this, VipA has been 
shown to interact with parts of the light regulator complex, in detail FphA, LreA, LreB 
and VeA. 
All described effects were dependent on phytochrome or at least had influence 
on phytochrome mediated light response. For the future it will be the challenge to 
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Licht – Energielieferant für phototrophe Organismen und dadurch auch unentbehrlich 
für das Leben auf diesem Planeten, wie wir es kennen. Die bekannteste Form der 
Erzeugung energiereicher Stoffe mittels Lichtenergie ist die Photosynthese 
(Hohmann-Marriott & Blankenship, 2011). Während alle phototrophen Eukaryoten, 
sowie Cyanobakterien, mittels ihrer zwei Photosysteme, die hier benötigten  
Elektronen aus Wasser beziehen (oxygene Photosynthese), sind sie somit die 
Hauptverantwortlichen bei der Erschaffung unserer sauerstoffhaltigen Atmosphäre. 
Als zentrales Pigment zur Lichtabsorption dienen hier Chlorophylle, akzessorische 
Pigmente sind Carotinoide und Phycobiline (Strasburger & Sitte, 2002). Phototrophe 
Prokaryoten können verschiedene Elektronendonatoren, wie zum Beispiel Schwefel-
wasserstoff (Grüne Schwefelbakterien, Schwefelpurpurbakterien), molekularen  
Wasserstoff (schwefelfreie Grüne Bakterien) oder organische Verbindungen (Schwe-
felfreie Purpurbakterien) nutzen. Als Pigmente finden sich hier Bakteriochlorophylle. 
Auch im Reich der Archaea kann Energie aus Licht bezogen werden, wie  
beispielsweise in Halobacterium salinarium. In die Membran eingebettetes Bakterio-
rhodopsin und Archaerhodopsin generieren hier mittels Lichtenergie einen Protonen-
gradienten (Cao et al., 2015).  
Neben dem Energiestoffwechsel ist Licht auch für andere Bereiche der  
Biologie essenziell. So dient Lichtenergie unter anderem auch in der DNA Reparatur 
nach UV Schädigung zum Auflösen von Cyclobutan-Pyrimidin-Dimeren durch das 
Enzym Photolyase (Benjdia, 2012). 
In allen drei großen Organismen-Reichen hat sich die Fähigkeit evolviert Licht 
wahrzunehmen, und das nicht nur in Phototrophen. Das Signal „Licht“ steuert  
verschiedenste Prozesse, wie etwa Phototaxis, die Licht gerichtete Steuerung frei 
beweglicher Organismen, Phototropismus, die Krümmung in Richtung des Lichtes 
zum Beispiel von Pflanzenorganen zur optimalen Lichtausnutzung bei der Photo-
synthese, oder auch die Bildung verschiedener Stoffwechselprodukte in Mensch, 
Tier, Pflanze und Mikroorganismus, wie beispielsweise Melanin. Um dieses Signal 
wahrzunehmen, haben sich die unterschiedlichsten Rezeptormoleküle entwickelt und 





1.1 Lichtwahrnehmung in Pilzen 
Auch in Pilzen gibt es zahlreiche Vorgänge, die durch Licht gesteuert werden.  
Ähnlich wie in Pflanzen gibt es im Zygomyceten Phycomyces blakesleeanus einen 
Phototropismus der Sporangiophoren (Idnurm et al., 2006). Coprinus cinereus durch-
läuft beleuchtungsabhängig eine differenzierte Fruchtkörperentwicklung (Terashima 
et al., 2005).  In Alternaria alternata ist sowohl die Bildung von Sekundärmetaboliten, 
wie Alternariol und Altertoxin, als auch die Sporenbildung lichtreguliert (Pruss et al., 
2014). Es geht hierbei jedoch nicht nur um die grobe Unterscheidung zwischen Licht 
und Dunkel, ganz im Gegenteil.  
 
 
Abb. 1 Lichtwahrnehmung in Pilzen. Vergleich der Lichtwahrnehmung zwischen dem jeweiligen 
Wildtypstamm und einem Blaulichtrezeptor-Deletionsstamm. A Der Phototropismus der Sporangio-
phoren des Zygomyceten Phycomyces blakesleeanus im Wildtyp und einer madA-Deletionsmutante, 
diese kann kein seitliches Licht mehr wahrnehmen (Idnurm et al., 2006). B Der Tintling Coprinus cine-
reus zeigt im Wildtypstamm unter 12h12h Licht Dunkel Zyklen eine normale Fruchtkörperentwicklung. 
In der dst1-Deletionsmutante hingegen ist die Fruchtkörpermorphologie stark beeinträchtigt 
(Terashima et al., 2005). C In einem Neurospora crassa Wildtypstamm sieht man die circadian regu-
lierte Sporulation (Schneider et al., 2009), außerdem die Orangefärbung durch Carotinoide. In einer 













Viele Pilze beherbergen unterschiedliche Photorezeptoren für die Detektion unter-
schiedlicher Wellenlängen. So finden sich im Genom von Neurospora crassa Gene 
für zwei Phytochrome (Phytochrom 1 und 2), zwei Phototropine (White Collar 1 und 
Vivid), ein Cryptochrom (Cry1) und ein Opsin (Nop1) (Rodriguez-Romero et al., 
2010). In N. crassa ist nicht nur die Carotinoidbildung lichtreguliert (Baima et al., 
1992; Nelson et al., 1989). Licht dient hier auch als Zeitgeber der „inneren Uhr“, also 
als Zeitgeber für die circadiane Rhythmik (Abb. 1C) (Toyota et al., 2002; Vitalini et al., 
2006). 
 
1.2 Lichtwahrnehmung in A. nidulans 
Der filamentöse Ascomycet A. nidulans ist ebenfalls stark vom Licht beeinflusst. So 
findet hier etwa die Entwicklung lichtabhängig statt (Mooney & Yager, 1990).  
Während die Hyphen von äußeren Einflüssen, wie zum Beispiel UV Strahlung oder 
Temperaturschwankungen, geschützt im Substrat wachsen, werden im Dunkeln  
außerdem die sexuellen Strukturen gebildet. Diese bestehen aus den sogenannten 
Kleistothezien, schwarze Kugeln, welche die Asci und somit die sexuellen  
Ascosporen enthalten und ihren gelben Begleitzellen, den Hüllezellen und dienen als 
Überdauerungsorgane unter schlechten Bedingungen. Belichtung hingegen führt zur 
Bildung der asexuellen Konidiosporen, welche sich perlenschnurartig ans Ende der 
bäumchenhaften Konidiophoren reihen, aus denen sie hervorgegangen sind (Bayram 
et al., 2010; Mooney & Yager, 1990; Ruger-Herreros et al., 2011). Diese licht-
abhängige Entwicklung macht durchaus Sinn, so findet die Verbreitung der Konidio-
sporen durch Wind und Wasser an der Oberfläche statt, während die sexuellen 
Überdauerungsstrukturen im Substrat, bei geeigneten Konditionen wieder leicht aus-
keimen können, um ein neues Hyphennetzwerk zu bilden (Abb. 2). 
Auch die Auskeimung beider Sporentypen ist in A. nidulans von Licht  
beeinflusst. Dies konnte unter anderem in dieser Arbeit gezeigt werden (Röhrig et al., 
2013). Alles in allem können sich Pilze durch Lichtwahrnehmung sowohl räumlich, 






Abb. 2 Abhängigkeit der Entwicklung in A. nidulans von äußeren Einflüssen. Während die  
Hyphen von A. nidulans im Substrat, geschützt vor UV Strahlung und starken Temperatur-
schwankungen, so wie Sauerstoffradikalen und Austrocknung, wachsen, findet hier auch die Bildung 
sexueller Überdauerungsstrukturen, den in Hüllezellen eingebetteten Kleistothezien, mit den enthalte-
nen Ascosporen statt. Das Programm der asexuellen Entwicklung hingegen wird an der Oberfläche 
durchlaufen. Hier können die Konidosporen mittels Wind und Wasser weit verbreitet werden.  
Modifiziert nach (Rodriguez-Romero et al., 2010; Tsitsigiannis et al., 2004).  
 
1.2.1 Produktion von Sterigmatocystin und Penicillin 
Wie in vielen Pilzen, werden auch in A. nidulans Sekundärmetabolite gebildet.  
Vermutlich dient die Produktion von Sekundärstoffen der Sicherung des Platzes im 
Habitat gegen Nahrungskonkurrenten. Sekundärstoffe können den Menschen auf 
zwei Weisen beeinflussen. Zum einen kann der Mensch Sekundärmetabolite, wie 
beispielsweise Penicillin für sich pharmakologisch nutzbar machen. Zum anderen 
haben pilzliche Sekundärstoffe oft eine toxische Wirkung (Mycotoxine), was vor allem 
in der Nahrungsmittelproduktion, wie zum Beispiel der Getreidewirtschaft, negative 
Auswirkungen haben kann. Aflatoxin, produziert unter anderem von Aspergillus  
flavus und A. parasiticus, ist hochgradig giftig und kann zu Leberschädigungen und 
Krebsentstehung führen (Probst et al., 2007). Sekundärmetabolitgene sind in  
Clustern organisiert, welche sich meist in Telomernähe befinden. Dies ist effektiver 
für die Regulation, auch auf Chromatinebene (Keller et al., 2005; Palmer & Keller, 





A. nidulans produziert neben dem Antibiotikum Penicillin auch die Aflatoxinvorstufe 
Sterigmatocystin (Brown et al., 1996). Sterigmatocystin gilt ebenfalls als giftig,  
kanzerogen und leberschädigend (Yu et al., 1996a). 
In A. nidulans konnte gezeigt werden, dass Konidiosporenbildung und  
Sekundärmetabolismus oft in regulatorischer Abhängigkeit zueinander stehen (Calvo 
et al., 2002). Die Bildung der Konidiophore kann in verschiedene Schritte unterteilt 
werden. Nachdem sich aus einer Fußzelle ein Stielchen bildet, welches apikal 
wächst, beginnt dieses am Ende anzuschwellen – ein Vesikel wird gebildet. Vesikel, 
Stielchen und Fußzelle sind hierbei nicht von Septen unterteilt, sondern bestehen 
aus einer Einheit. Aus dem Vesikel entstehen zuerst etwa 60 Metulae, aus diesen 
gehen dann je zwei zigarrenförmige Phialiden hervor. Hier werden schließlich Ketten 
von einkernigen Konidiosporen produziert (Abb. 2) (Adams et al., 1998). Die Entwick-
lung der Konidiophore ist auch genetisch sehr gut untersucht und verstanden.  
Erforscht wurde dies anhand unterschiedlicher Entwicklungsmutanten. So konnten 
drei essenzielle Gene der Konidiophorenbildung entschlüsselt werden, brlA, abaA 
und wetA. Die Deletion von brlA führt zur Bildung verlängerter Stielchen. Die weitere 
Konidiophorenbildung ist hier blockiert. Dies verleiht den Kolonien ein „borstiges“ 
aussehen. Die abaA-Deletion führt zur Ausbildung von abnormalen Phialiden, welche 
weiter apikales Wachstum zeigen und keine Konidien abschnüren – das Aussehen 
erinnert an einen Abakus. In wetA-Mutanten beginnen die Konidiosporen eine  
Autolyse nach Fertigstellung, was der Kolonie ein „nasses“ Erscheinungsbild verleiht 
(Adams et al., 1998; Boylan et al., 1987; Clutterbuck, 1969). Weiter wurden einige 
Mutanten isoliert, die ein watteartiges Erscheinungsbild zeigen (fluffy) und nicht mehr 
in der Lage sind Konidiophoren zu bilden. Es wurde herausgefunden, dass diese 
verschiedenen „fluffy“ Gene (fluG, flbA-E) für die Expression des Regulators der  
Konidiogenese BrlA verantwortlich sind (Adams et al., 1998; Ruger-Herreros et al., 
2011).  
FluG und FlbA steuern beides – Konidiogenese und Sekundärmetabolismus 
(Hicks et al., 1997). FluG führt zur Ausschüttung eines niedermolekularen extrazellu-
lären Stoffes, welcher in der Signaltransduktion zur Aktivierung der Synthese von 
Sterigmatocystin und auch der Konidiogenese benötigt wird (Lee & Adams, 1994; 
Lee & Adams, 1996). Jedoch ist eine fluG Überexpression nur ausreichend, um die 
Konidiogenese in Flüssigkultur über brlA zu aktivieren, nicht aber, um frühzeitige 





andere Faktoren (Lee & Adams, 1996). FlbA trägt eine RGS-Domäne (regulator of G-
protein signaling) und führt zu vegetativem Wachstum, während die Konidiogenese 
gehemmt wird (Yu et al., 1996b). Eine Mutation im fadA Gen, welche zu einer domi-
nant aktiven Version dieser α-Untereinheit des heterotrimeren G-Protein Komplexes 
führt, zeigt den gleichen Phänotyp, wie die flbA-Deletionsmutante. Beide Mutationen 
führen zu einem Block in der Expression der Masterregulatoren der asexuellen 
Sporenbildung BrlA und der Sterigmatocystinsynthese AflR. Somit führen sie zu  
vegetativem Wachstum, außerdem kommt es zu einer Hemmung der Sterigmatocys-
tinsynthese. 
Eine Deletion von PkaA, der katalytischen Untereinheit einer cAMP ab-
hängigen Protein Kinase, führt zu einem starken Anstieg der Konidiosporenbildung. 
Eine Überexpression inhibiert die aflR und die brlA Expression und zeigt somit den 
gleichen Phänotyp, wie eine flbA-Deletion (Shimizu & Keller, 2001). Alles in allem 
ergibt sich hieraus folgendes Bild: 
 
 
Abb. 3 Regulationsnetzwerk der Sporulation, der sexuellen Entwicklung und der Sterigmato-
cystinbiosynthese. Blaue Pfeile bedeuten Aktivierung, rote T-Linien bedeuten Hemmung. Nähere 
Erklärungen finden sich im Text. Schema abgewandelt nach (Calvo et al., 2002). 
 
Die sexuelle Entwicklung beginnt mit der Verschmelzung zweier Hyphen, entweder 
des gleichen Stammes (Homothallie) oder aber verschiedener Stämme. Nun kommt 
es zur Produktion von Hüllezellen, welche die später gebildeten jungen Kleistothe-





Primordien fusionieren die Zellkerne (diploides Stadium) und es findet Meiose und 
anschließend eine Mitose statt. Ein Ascus enthält schließlich acht haploide zwei-
kernige Ascosporen (Vienken & Fischer, 2006). Die Expression des Transkriptions-
faktors und Hauptregulators der sexuellen Entwicklung NsdD wird ebenfalls durch 
den FadA Signalweg beinflusst (Han et al., 2001). 
Wie beschrieben, ist die Entwicklung von A. nidulans durch Licht reguliert. Nun 
verwundert es nicht, dass auch die Bildung von Sekundärstoffen unter anderem von 
Licht abhängig ist (Atoui et al., 2010; Fischer, 2008). 
 
1.3 Die Lichtrezeptoren in A. nidulans 
1.3.1 Ein Phytochrom zur Rotlicht Detektion – nicht nur in Pflanzen! 
1990 entdeckten Mooney und Yager, dass die Konidienbildung in A. nidulans licht-
abhängig ist und im Speziellen, dass sie maßgeblich von rotem Licht abhängt, wäh-
rend Dunkelrotlicht hemmend wirkt (Mooney & Yager, 1990). Bisher waren in Pilzen 
hauptsächlich Blaulichtantworten beschrieben. Den gegenteiligen Wirkeffekt von  
rotem und dunkelrotem Licht kannte man jedoch aus Pflanzen – hier waren  
Phytochrome als schaltbare Photorezeptoren bekannt, die in Abhängigkeit der wahr-
genommenen Wellenlänge von einem inaktivem Zustand (Pr), mittels Rotlicht Be-
strahlung, in einen aktiven Zustand (Pfr) überführt werden konnten. Durch Dunkelrot-
lichtbestrahlung konnte der Effekt revertiert werden (Photokonversion). Dies wurde 
das erste Mal anhand der keimungshemmenden Wirkung von dunkelrotem Licht auf 
Pflanzensamen beschrieben. Der Effekt war durch Rotlichtbestrahlung aufhebbar 
(Borthwick et al., 1952; Butler et al., 1959). In Pflanzen sind mittlerweile verschiedene 
Phytochrome beschrieben, wie beispielsweise in Arabidopsis thaliana PHYA-E.  
Außerdem sind zahlreiche Phytochrom gesteuerte Lichtreaktionen bekannt, wie etwa 
die Schattenflucht, die Grünung von Pflanzenteilen, oder aber auch die Blütenbildung 
(Bagnall et al., 1995; Chory et al., 1996; Clack et al., 1994; Sharrock & Quail, 1989). 
PHYA unterscheidet sich maßgeblich von den anderen Arabidopsis Phytochromen. 
So ist es sehr labil in der Pfr Form. PHYA kommt hauptsächlich in ethiolierten, also im 
Schatten gewachsenen, Pflanzen vor und wird nach Belichtung schnell degradiert 
(Clough et al., 1999; Kircher et al., 2011). Es fungiert als eine Art Schwachlichtsensor 





und sind somit für die Lichtreaktionen unter normaler bis starker Beleuchtung  
verantwortlich (Franklin & Quail, 2010; Sharrock & Clack, 2002). Mitte der 1990er 
konnten in den Cyanobakterien Fremyella und Synechocystis die ersten bakteriellen 
Phytochrome beschrieben werden (Hughes et al., 1997; Yeh et al., 1997). Kurz  
darauf folgte die Beschreibung weiterer bakterieller Phytochrome, zum Beispiel in 
Deinococcus radiodurans oder Agrobacterium tumefaciens (Davis et al., 1999; 
Lamparter et al., 2002).  
2005 wurde dann das erste Phytochrom außerhalb von Pflanzen und  
Bakterien experimentell charakterisiert – das fungal phytochrome A (FphA) aus A. 
nidulans (Blumenstein et al., 2005). Das Protein ist 1280 Aminosäuren lang und ist 
unterteilt in eine N-terminale sensorische Domäne und eine C-terminale Output-
Domäne (Abb. 4). Die Deletion von fphA führt, verglichen mit einem Wildtypstamm, 
zu einer erhöhten Ascosporenproduktion unter Beleuchtung. Die Konidiosporen-
produktion ist sowohl im Licht, als auch im Dunkeln leicht reduziert (Blumenstein et 
al., 2005; Purschwitz et al., 2006; Purschwitz et al., 2008). FphA hat hier also eine 
Repressor-Funktion auf die sexuelle Entwicklung. Es konnte außerdem gezeigt  
werden, dass Biliverdin nach heterologer Expression von FphA in E. coli, als  
Chromophor in der N-terminalen PAS-Domäne (Per, Arnt, Sim) an ein konserviertes 
Cystein kovalent binden kann (Brandt et al., 2008). Zusätzlich konnte in A. nidulans 
die Interaktion von FphA, genauer gesagt, des FphA C-Terminus, mit LreB und mit 
VeA, einem Masterregulator von Entwicklung und Sekundärmetabolismus, nachge-
wiesen werden. Hier interagiert LreB immer mit der Responseregulator- und der  
Histidinkinase-Domäne (HK), während die FphA-VeA Interaktion nur an der Phy-
Domäne (Phytochrom) gekoppelten HK-Domäne stattfindet. Diese Interaktion ist  
außerdem abhängig von der Bindung des Chromophors (Purschwitz et al., 2008; 
Purschwitz et al., 2009). Interessanterweise finden beide Interaktionen im Nukleus 
statt, wobei das FphA Homodimer selbst nur zu einem geringen Teil im Kern, son-
dern eher cytoplasmatisch zu finden ist (Blumenstein et al., 2005). FphA ist eine Rot-
licht-abhängige Sensorkinase mit Auto- und Transphosphorylierungsaktivität. Eine N-
terminale Verlängerung stabilisiert das Protein in der Pfr Form, sodass es kaum  
Dunkelreversion gibt (Brandt et al., 2008). 
Auch in anderen Pilzen, wie beispielsweise in Botrytis cinerea oder Alternaria 
solani, zeigt rotes Licht einen Effekt. Hier kann die durch Blaulicht herbeigeführte 
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Viele Pilzgenome enthalten Phytochromsequenzen, wie auch das Genom von N. 
crassa. Jedoch zeigt hier eine Doppelmutante beider Phytochrome keinerlei Beein-




Abb. 4 Der strukturelle Aufbau von FphA (fungal phytochrome A) aus A. nidulans. Die N-
terminale photosensorische Input-Domäne besteht aus einer PAS-Domäne, hier bindet der Chromo-
phor (Bilin). Es folgt eine GAF-Domäne, hier können kleine Liganden gebunden werden. Die Phy-
Domäne bestimmt die photo-chemischen Eigenschaften des Phytochroms mit. Es folgt die N-terminale 
Output-Domäne, bestehend aus einer Histidinkinase (HK), einer ATPase, welche Anteil an der Auto-
phosphorylierung hat, und einer Responseregulator-Domäne (RRD), welche aus bakteriellen Zwei-
Komponenten-Systemen bekannt sind. 
 
Generell nehmen Phytochrome Licht mittels eines gebundenen linearen Tetrapyrrols 
wahr (Quail et al., 1995). In Pflanzen handelt es sich hierbei um ein Phytochromo-
bilin, wobei Algen und Cyanobakterien Phycocyanobilin als Chromophor binden. 
Bakterien binden Biliverdin als Chromophor (Rockwell & Lagarias, 2006). Die Wellen-
länge des vorhandenen Lichts bestimmt den Zustand des Phytochroms. Grund dafür 
ist eine Z-E-Isomerisierung des Chromophors an der Doppelbindung zwischen C15 
und C16. Unter Rotlichtbeleuchtung ändert sich die Konformation des Chromophors 
und darauf folgend des gesamten Proteins – es geht in die meist als aktiv bezeich-
nete Pfr Form über. Im Dunkeln oder nach Dunkelrotlichtbestrahlung liegt der  
Chromophor in der thermostabilen Ursprungskonformation vor, das Phytochrom  
befindet sich also in der inaktiven Pr Form, in die es nicht nur thermodynamisch 
durch Dunkelreversion, sondern auch aktiv überführt werden kann (Bae & Choi, 
2008; Rockwell & Lagarias, 2006; Rüdiger et al., 1983). 
Eine Ausnahme bilden die Bathy Phytochrome. Hier ist die Pfr Form die  
thermostabile Form, die im Dunkeln vorliegt und im Gegenzug die Pr Form die meta-
stabile Form (Krieger et al., 2008; Lamparter et al., 2002; Zienicke et al., 2013).  
Eukaryotische Phytochrome bilden immer Dimere, wohingegen prokaryotische  
Phytochrome nur als Monomere vorkommen (Sharrock, 2008). Entscheidend für die 







Abb. 5 Z-E-Isomerisierung von Phytochromobilin und die daraus resultierende Struktur-
änderung in pflanzlichem Phytochrom. Im Dunkeln liegt Phytochrom in der inaktiven Pr-Form vor. 
Durch Rotlichtbestrahlung findet eine Konformationsänderung im Chromophor (Phyto-chromobilin, 
unten) statt. Dies führt zu einer Strukturänderung des Phytochroms in die aktive Pfr-Form (oben). Die-
ser Vorgang ist durch Bestrahlung mit Dunkelrotlicht reversibel. Phytochrome kommen meist als Ho-
modimere vor (Bae & Choi, 2008). 
 
1.3.2 Vergleich des modularen Aufbaus der unterschiedlichen Phytochrome 
Alle Phytochrome haben generell eine ähnliche Struktur und bestehen aus einer  
N-terminalen photosensorischen Region und einer C-terminalen Regulator-Domäne 
(Purschwitz et al., 2006; Rockwell & Lagarias, 2006). Pilzliche Phytochrome sind mit 
130 – 205 kDa etwas größer als pflanzliche (120 – 130 kDa), während bakterielle 
Phytochrome aufgrund der fehlenden N-terminalen Verlängerung und, da die 
Responseregulator-Domäne nicht direkt im Protein enthalten ist (Zwei Komponenten 
System), nur etwa 80 – 115 kDa groß ist. Auch die Absorptionsmaxima unterschei-
den sich. Die jeweiligen Absorptionsmaxima der Pr Formen liegen zwischen 650 nm 
(Cyanobakterien) und 705 nm (Pilze), während in der Pfr Form das jeweilige  
Absorptionsmaximum zwischen 50 nm – 60 nm in Richtung Dunkelrot verschoben ist 
(Sharrock, 2008). In Abb. 6 wird der generelle Aufbau der Phytochrome  
verschiedener Taxa verglichen. Das pilzliche Phytochrom ähnelt in seinem Aufbau 
eher dem der Bakterien. Allerdings gibt es hier noch eine N-terminale Verlängerung. 
Außerdem ist die Responseregulator-Domäne (RRD) im C-Terminus des pilzlichen 
Phytochroms direkt enthalten. Im Phytochrom der Pflanzen hingegen fehlt diese  





auch die ATPase-Domäne. HK und RRD bilden in einigen bakteriellen Phytochromen 
und in Pilzen das Output-Modul. In pflanzlichen Phytochromen finden sich C-terminal 
statt der fehlenden RRD noch zwei weitere PAS-Domänen (Purschwitz et al., 2006; 
Purschwitz et al., 2008; Purschwitz et al., 2009; Sharrock, 2008). Die C-terminale 
Domäne ist sowohl an der Dimerisierung des Phytochroms, als auch an der Generie-
rung eines Output-Signals beteiligt. Die Ähnlichkeit im Aufbau der Output-Domäne 
(mit RRD) zwischen bakteriellen und pilzlichen Phytochromen legen den Schluss  
nahe, dass sich Phytochrome ursprünglich aus einem bakteriellen Zwei-
Komponenten-System entwickelt haben (Purschwitz et al., 2006). Auch die N-Termini 
bakterieller und pilzlicher Phytochrome ähneln sich stark, wobei pilzliches, wie auch 
pflanzliches Phytochrom eine N-terminale Verlängerung aufweisen, die der Protein-
stabilisierung dient. Während pflanzliches Phytochrom N-terminal zwei PAS-
Domänen besitzt, ist in den übrigen Phytochromen nur je eine PAS-Domäne am  
N-Terminus zu finden. PAS-Domänen dienen generell in verschiedenen Proteinen 
als Signal-Sensor-Domänen, außerdem können sie auch Protein-Protein Inter-
aktionen vermitteln (Sharrock, 2008). Sowohl in Pilzen als auch in Eubakterien bindet 
hier der Chromophor (Biliverdin). Es folgen eine GAF-Domäne, benannt nach einigen 
Proteinen die eine GAF-Domäne enthalten (cGMP- spezifische Phosphodiesterasen; 
cyanobakterielle Adenylatzyklasen; Formiat-Hydrogen-Lyase). Hier bindet in  
Pflanzen und in Cyanobakterien der jeweilige Chromophor (Phytochromobilin,  
Phycocyanobilin) (Sharrock, 2008). Die Phy-Domäne ist eine Phytochrom-spezifische 
Domäne, die entfernt zu GAF und somit auch zu PAS-Domänen verwandt ist 
(Montgomery & Lagarias, 2002; Taylor & Zhulin, 1999). PAS-, GAF- und Phy-  








Abb. 6 Vergleich des Aufbaus der Phytochrome unterschiedlicher Taxa. Generell bestehen  
Phytochrome aus einer konservierten N-terminalen photosensorischen Domäne und einer  
C-terminalen Output-Domäne, die relativ variabel ist. Die photosensorische Domäne besteht aus der 
P2-Domäne, einer PAS-Domäne (Per Arnt Sim), an welcher in Eubakterien und in Pilzen der Chromo-
phor (Bilin) bindet. Die GAF-Domäne (cGMP- spezifische Phosphodiesterasen; cyanobakterielle  
Adenylatzyklasen; Formiat-Hydrogen-Lyase) ist entfernt verwandt zu den PAS-Domänen. Hier findet 
in Pflanzen und in Cyanobakterien die Bindung des Chromophors (Phytochromobilin, Phycocyanobi-
lin) statt. Die Phytochrom-Domäne (Phy) ist konserivert in allen Phytochromen und bestimmt die  
photo-chemischen Eigenschaften des Phytochroms mit. Die Output-Domäne in Pflanzen beinhaltet 
zwei PAS-Domänen und eine Histidinkinase-Domäne (HK). In Bakterien und in Pilzen hingegen findet 
sich zwar ebenfalls die HK, jedoch findet sich hier noch ein Responseregulator-Element (RRD), wie 
man es aus bakteriellen Zwei-Komponenten-Systemen kennt. Die Output-Domäne ist außerdem für 
die Dimerisierung des Proteins verantwortlich 
 
1.3.3 Entstehung von Biliverdin Chromophoren 
Alle Biliverdin-Chromophore leiten sich aus dem Hämsyntheseweg ab. Häm wird 
dann mittels des Enzyms Hämoxygenase zu Biliverdin IXα konvertiert. Biliverdin  
bildet den Chromophor bakterieller und vermutlich auch pilzlicher Phytochrome 
(Blumenstein et al., 2005). Eine Ferredoxin-abhängige Bilin Reduktase reduziert 
durch Vier-Elektronen-Reduktion das Bilin nun zu Phycocyanobilin, dem Chromophor 
der Cyanobakterien. In höheren Pflanzen findet eine Zwei-Elektronen-Reduktion des 
Bilins zu Phytochromobilin durch das Enzym Bilin-Reduktase Phytochromobilin  
Synthase (HY2) statt (Bhoo et al., 2001; Kohchi et al., 2001; Lamparter et al., 2003). 
Die jeweiligen Chromophore sind kovalent mittels einer Thioestherbindung an einem 
konservierten Cystein Rest gebunden. Dieser befindet sich bei Phytochromen aus 
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Pflanzen und Cyanobakterien in der GAF, bei Pilzen und Eubakterien in der  
N-terminalen PAS-Domäne (Abb. 6) (Rockwell & Lagarias, 2006). In A. nidulans 
konnte bisher kein Hämoxygenase codierendes Gen gefunden werden. Da das  
Phytochrom FphA allerdings funktionell ist, bleibt es offen, ob hier die Häm-
oxygenase eine stark differenzielle Struktur aufweist, ein anderes Enzym, oder gar 
ein anderer Syntheseweg zum Einsatz kommen. 
 
1.3.4 Das Blaulicht Rezeptor System 
A. nidulans ist nicht nur in der Lage Phytochrom-vermittelt rotes und dunkelrotes 
Licht wahrzunehmen, sondern kann auch blaues Licht detektieren. Hierfür haben 
sich zwei sensorische Systeme entwickelt.  
2008 konnten Bayram et al. ein funktionelles Cryptochrom, CryA, beschreiben und 
zeigen, dass es sich hierbei um ein Protein mit Photolyaseaktivität handelt, das in der 
Lage ist UV beschädigte DNA zu reparieren. Weiter hat CryA eine regulatorische 
Funktion (Bayram et al., 2008a). CryA gehört zu der CRY-DASH Proteinfamilie. CRY-
DASH Photolyasen sind Reparaturenzyme, die hauptsächlich Cyclobutan-Pyrimidin-
Dimere in Einzelstrang DNA lösen (Selby & Sancar, 2006). Photolyasen sind generell 
in der Lage lichtvermittelt ein Elektron von ihrem Chromophor FAD auf ein gebunde-
nes Cyclobutan-Pyrimidin-Dimer zu übertragen, und so zu schneiden (Sancar, 2003; 
Sancar, 1990). Cryptochrome wurden erstmals in A. thaliana beschrieben. Sie  
absorbieren im UV- bis Blaulicht-Bereich. Das Cryptochrom HY4 ist hier beteiligt an 
verschiedenen Blaulichtreaktionen, wie zum Beispiel der Stomataöffnung (Ahmad & 
Cashmore, 1993). Auch in der Blüte und in der Inhibierung des Hypocothylwachs-
tums spielen Cryptochrome eine Rolle (Cashmore et al., 1999). Homologe von HY4 
finden sich beispielsweise in Drosophila, in Mäusen und im Menschen. Hier konnte 
teilweise auf eine Beteiligung an der circadianen Rhythmik rückgeschlossen werden 
(Griffin et al., 1999; Kim et al., 1996; Klarsfeld et al., 2004; Kobayashi et al., 1998; 
Todo et al., 1996). In A. nidulans beeinflusst CryA die Expression von veA und des 
Transkriptionsfaktors NsdD (never in sexual development). Dies führt dann letzt-
endlich zur Unterdrückung der sexuellen Entwicklung (Bayram et al., 2008a).  
Das zweite sensorische System zur Blaulicht Detektion besteht aus LreA und 
LreB, den Homologen der White Collar Proteine aus N. crassa, dem bestunter-





LreA gehören zu den Phototropinen. Phototropine wurden ebenfalls erstmals in 
Pflanzen beschrieben (Gallagher et al., 1988). Hier sind sie unter anderem beteiligt 
am Phototropismus, woher sie auch ihren Namen haben (Palmer et al., 1993; Short 
et al., 1994). Die Signalübertragung findet mittels einer Serin-Threonin-Kinase-
Domäne statt (Short et al., 1994). Charakteristisch für Phototropine ist das Vorhan-
densein zweier LOV-Domänen (light oxygen voltage) (Briggs & Olney, 2001). Sie 
stellen eine Sensor-Domäne für Licht, Sauerstoff oder Spannung dar (Taylor & 
Zhulin, 1999). Diese ist zu den PAS-Domänen verwandt. In WC-1 beziehungsweise 
LreA wird hier ein Flavin-Adenin-Dinukleotid als Chromophor gebunden (He et al., 
2002; Liu et al., 2003; Taylor & Zhulin, 1999). Diese nicht-kovalente Bindung verläuft 
an einem konservierten Cysteinrest der LOV-Domäne. Der erste Schritt der Blau-
lichtwahrnehmung ist also die Bildung eines Flavin-Cysteinyl Adduktes (Cheng et al., 
2003a). In pflanzlichen Phototropinen dient hingegen FMN (Flavoninmononukleotid) 
als Chromophor (Briggs & Huala, 1999). Des Weiteren besitzt WC-1, wie auch LreA, 
zwei PAS-Domänen. PAS-Domänen können generell der Signaldetektion dienen, 
oder, wie in WC-1 / LreA, als Signal-Domänen für Protein-Protein-Interaktionen  
Verwendung finden (Cheng et al., 2002; Taylor & Zhulin, 1999). WC-1 / LreA besitzt 
außerdem eine C-terminale GATA Zinkfinger-Domäne, welche der DNA-Bindung 
dient (He et al., 2002; Liu et al., 2003). WC-2 / LreB ist sehr ähnlich aufgebaut wie 
WC-1 / LreA, das Protein ist lediglich verkürzt. Dadurch fehlt die LOV-Domäne, die 
für die Blaulichtdetektion in LreA essenziell ist. Somit besitzt WC-2 / LreB eine PAS-
Domäne und eine Zinkfinger-Domäne (Abb. 7). Die Zinkfinger-Domänen weisen auf 
eine Funktion als Transkriptionsfaktor hin. 
In A. nidulans konnte gezeigt werden, das LreA und LreB ein Heterodimer  
bilden. Beide fördern die sexuelle Entwicklung und die Bildung von Sekundär-
metaboliten – im Speziellen die Sterigmatocystinproduktion. Außerdem konnte eine 
Interaktion zwischen LreB und VeA, dem Kernregulator von Entwicklung und Sekun-
därstoffwechsel, nachgewiesen werden. Die Lichtrezeptorsysteme interagieren auch 
untereinander – so wurde ebenfalls eine Interaktion zwischen LreB und FphA  
gezeigt, diese findet an der Histidin-Kinase-Domäne / Responseregulator-Domäne 
von Phytochrom statt (Purschwitz et al., 2006; Purschwitz et al., 2008; Purschwitz et 






Abb. 7 Struktureller Aufbau von LreA und LreB. LreA ist ein Blaulichtrezeptor. Licht wird mittels 
FAD, gebunden in der LOV-Domäne (light oxygen voltage), wahrgenommen. Die zwei PAS-Domänen 
dienen hier der Protein Interaktion. N-terminal finden sich eine Kernlokalisierungssequenz (NLS) und 
eine Zinkfinger-Domäne zur DNA Bindung. Dies weist auf eine Funktion als Transkriptionsfaktor hin. 
LreB ist sehr ähnlich aufgebaut, wie der C-Terminus von LreA. Es gibt also N-terminal eine PAS-
Domäne zur Protein Interaktion, sowie C-terminal eine NLS und eine Zinkfinger-Domäne. LreA und 
LreB bilden in A. nidulans ein Heterodimer. 
 
In N. crassa bilden WC-1 und WC-2 durch Interaktion an den PAS-Domänen den 
White Collar Complex (WCC) (Ballario et al., 1998; Cheng et al., 2002). Dieser regu-
liert unter anderem die Sporulation, die sexuelle Entwicklung, die Carotenoid Bio-
synthese und die circadiane Rhythmik. All das sind Blaulicht regulierte Vorgänge 
(Linden et al., 1997a; Linden & Macino, 1997; Linden et al., 1997b). WCC bindet  
direkt an den Promotor lichtinduzierter Gene, wirkt also als Transkriptionsfaktor 
(Ballario et al., 1996; Froehlich et al., 2002). Vermutlich verläuft die Transkriptions-
aktivierung der lichtinduzierten Gene (oder zumindest eines Teils davon) über  
Chromatinmodifikationen, wie beispielsweise die Acetylierung am Lysin 14 von  
Histon 3 (Corrochano, 2007; Grimaldi et al., 2006). Während beide White Collar Pro-
teine im Dunkeln vorkommen und hauptsächlich im Kern lokalisiert sind, durchläuft 
WC-1 nach Beleuchtung einen Photozyklus. So wird WC-1 nach Lichtwahrnehmung 
phosphoryliert und abgebaut und stellt somit den limitierenden Faktor in der Bereit-
stellung des WCC dar, denn WC-2 ist konstitutiv vorhanden (Cheng et al., 2001b; 
Schwerdtfeger & Linden, 2000; Schwerdtfeger & Linden, 2001). Die lichtabhängige 
Phosphorylierung des WCC hemmt außerdem dessen Expressions-induzierende 
Wirkung (Schafmeier et al., 2005). Das White Collar System ist im Pilzreich weitge-
hend konserviert. So finden sich funktionelle Homologe zum Beispiel in Trichoderma 
atroviride, Magnaporthe oryzae oder Cryptococcus neoformans (Casas-Flores et al., 
2004; Idnurm & Heitman, 2005b; Lee et al., 2006). Phycomyces blakesleeanus ver-














1.3.5 Exkursion zum Thema Zeitmanagement – die circadiane Uhr in N. crassa 
Circadiane Uhren helfen ihren „Besitzern“ sich auf täglich wiederkehrende äußere 
Einflüsse, wie zum Beispiel Änderungen der Temperatur über den Tagesverlauf, UV-
Strahlung oder auch osmotischen Stress vorzubereiten. Per Definition muss eine  
innere Uhr unter konstanten Konditionen eine Periodenlänge von etwa 24 h besitzen. 
Des Weiteren muss sie „einstellbar“ sein, mittels eines äußeren Reizes, wie Licht 
oder Temperatur. Und zu guter Letzt muss der Rhythmus Temperatur kompensiert 
sein, das heißt der Rhythmus sollte sich bei verschiedenen Temperaturen gleich  
verhalten (Liu & Bell-Pedersen, 2006). In N. crassa konnte 1959 das erste Mal die 
circadiane Sporenbildung beschrieben werden (Pittendrigh et al., 1959). Es zeigte 
sich, dass FRQ (frequency), die RNA Helikase FRH, WC-1 und WC-2 die zentralen 
Elemente der Neurospora Uhr bilden, wobei FRQ und FRH das negative und die 
White collar Proteine das positive Element darstellen (Heintzen & Liu, 2007). Die Uhr 
basiert auf einer autoregulatorischen negativen Rückkopplungsschleife (Dunlap & 
Loros, 2005). Nach demselben Prinzip funktionieren auch innere Uhren in anderen 
Organismen, wie zum Beispiel in Cyanobakterien, Insekten oder Säugetieren 
(Dunlap, 1999; McClung et al., 1989; Young & Kay, 2001). Heute ist die innere Uhr 
von N. crassa ein sehr gut untersuchtes und verstandenes Forschungsfeld. Die  
molekularbiologischen Abläufe der circadianen Uhr in N. crassa sind im Folgenden 
grob zusammengefasst (Abb. 8): 
Im Dunkeln bilden WC-1 und WC-2 den WCC, welcher unter anderem an den frq-
Promotor bindet und die Transkription von frq aktiviert (Cheng et al., 2001b; 
Crosthwaite et al., 1997). Nach einigen Stunden (am frühen Morgen) erreicht dann 
die frq Tranksriptmenge den Höchststand, der Proteinlevel steigt vier bis sechs  
Stunden später rapide an (Aronson et al., 1994b; Garceau et al., 1997). Nun bildet 
sich der FRQ-FRH-Complex (FFC), bestehend aus FRH und einem FRQ Homo-
dimer, welcher im Zellkern den WCC physisch hemmt, was wiederum den frq mRNA 
Gehalt sinken lässt (Aronson et al., 1994b; Cheng et al., 2001a; Cheng et al., 2005; 
Luo et al., 1998). Direkt nach der Translation wird FRQ stark von einigen Kinasen 
phosphoryliert und von zwei Phosphatasen dephosphoryliert (Liu, 2005). Die Inter-
aktion von FRQ mit FRH schützt hier vor Hyperphosphorylierung, jedoch nicht auf 
Dauer (Hurley et al., 2013). Hyperphosphoryliertes FRQ wird erkannt, ubiquitiniert 





Blockade des WCC auf und frq wird von neuem exprimiert. Ein neuer Zyklus kann 
nun beginnen.  
Vvd ist ebenfalls ein Blaulicht Photorezeptor mit einer LOV-Domäne zur  
Bindung des Flavin Chromophors FMN. Es spielt eine Rolle in der Photoadaption. 
Nach einiger Zeit im Licht wäre die White Collar abhängige Reaktion „gesättigt“ und 
die Zelle könnte keinen Intensitätsunterschied mehr wahrnehmen. Dieses Problem 
reguliert Vvd. Vermutlich funktioniert dies indem Vvd nach Photoaktivierung andere 
Proteine beeinflusst, um dadurch wiederum den WCC anzupassen (Dunlap et al., 
2007; Liu & Bell-Pedersen, 2006).  
 
Abb. 8 Abläufe der circadianen Uhr in N. crassa vereinfacht dargestellt. In dieser autore-
gulatorischen negativen Rückkopplungsschleife bilden WC-1 und WC-2 das positive und FRQ das 
negative Element. VVD dient der Lichtwahrnehmung nach Photoadaption. Pfeile bedeuten Aktivie-
rung, T-Linien stellen Hemmung dar. P stellt eine Phosphorylierung dar. Genaue Beschreibung siehe 
Text. (Dunlap & Loros, 2005) 
 
Im Genom von A. nidulans finden sich weder frq, noch vvd. Auch kein offen 
sichtliches Sporulationsverhalten weist auf eine circadiane Rhythmik hin. Hinweise, 
dass A. nidulans trotzdem nicht „zeitlos“ ist, lieferten Greene et al. im Jahre 2003 
(Greene et al., 2003). Hier konnte gezeigt werden, dass die Sklerotienbildung in A. 
flavus circadian abläuft, und es gab Hinweise darauf, das Glyzerinaldehyd-3-
Phosphat Dehydrogenase in A. nidulans circadian reguliert ist. Jedoch konnte hier 





Aspergillus wirklich eine innere Uhr besitzt, und falls ja, wie diese ohne ein FRQ Ho-
molog funktioniert? Dieses Thema wurde näher in dieser Arbeit untersucht. 
 
1.4 VeA – Schlüsselregulator für Entwicklung & Metabolismus 
Mitte der 1960er Jahre konnte ein A. nidulans Stamm beschrieben werden, welcher 
lichtunabhängig stark sporuliert und eine abgeschwächte sexuelle Entwicklung zeigt. 
Verantwortlich hierfür ist die veA1-Mutation, eine Punktmutation im velvet Gen (ATG 
zu ATT im ersten Methionin), die zu einer Verschiebung des Leserasters und somit 
zu einer N-terminalen Verkürzung des 573 Aminsäuren langen VeA Proteins um 36 
Aminosäuren führt (Käfer, 1965; Kim et al., 2002; Stinnett et al., 2007). Dies machte 
man sich zu Nutze – so kommt der veA1 Hintergrund heute in vielen Laborstämmen 
vor. Durch die N-terminale Verkürzung von VeA fällt eine Kernlokalisierungssequenz 
weg. VeA1 kann also nicht mehr in den Zellkern wandern (Kim et al., 2002; Stinnett 
et al., 2007). Neben der N-terminalen NLS trägt VeA eine Kern-Export-Signal-
Sequenz (NES) und C-terminal eine PEST-Domäne (Prolin, Glutamat, Serin,  
Threonin) (Abb. 9). PEST-Domänen können zu raschem Proteinabbau führen 
(Rogers et al., 1986). Die veA1-Mutation ist temperaturabhängig, so findet bei 42°C 
absolut keine Fruchtkörperbildung mehr statt, wie dies auch in einer veA-Deletion der 
Fall ist (Champe, 1981; Kim et al., 2009). Durch Überexpression von veA werden 
mehr Kleisthothezien und Hüllezellen, außerdem weniger Konidiosporen gebildet 
(Kim et al., 2002). Auf der Suche nach dem dahinter stehenden Mechanismus  
konnten Kato et al. eine Verbindung zwischen VeA und der Änderung der Transkrip-
tion des Regulators BrlA zeigen (Kato et al., 2003). BrlA ist notwendig für die Konidio-
sporenproduktion in A. nidulans (Timberlake & Marshall, 1988). Durch Expression 
von brlA entstehen zwei verschiedene Transkripte, brlAα und brlAβ. Die Transkription 
von brlAα führt zur Aktivierung der Transkription weiterer Gene der asexuellen  
Entwicklung. In einem veA-Deletionsstamm ist der Transkriptlevel von brlAα stark 
erhöht (Han et al., 1993; Kato et al., 2003; Purschwitz et al., 2008). Dies könnte als 
Erklärung für die vermehrte Konidiosporenbildung dienen. Einen Einfluss von VeA 
auf die Transkription der Regulatoren der sexuellen Entwicklung NsdD und SteA gibt 
es nicht. Vielleicht findet hier eine Regulation auf Proteinebene statt – dies wurde 





Der Einfluss von VeA als Repressor der Konidiosporenbildung und als Aktivator der 
sexuellen Entwicklung – beides lichtgesteuerte Prozesse – ist nicht die einzige  
Brücke zur Lichtwahrnehmung (Kim et al., 2002; Mooney & Yager, 1990). 2007  
konnten Stinnet et al. zeigen, dass auch die subzelluläre Lokaklisierung von VeA 
lichtabhängig ist. Im Dunkeln, wie auch im Rotlicht, befindet sich VeA im Zellkern, 
nach Weiß- oder Blaubelichtung verlässt VeA den Kern. Ob es sich nun vermehrt im 
Cytoplasma befindet, oder abgebaut wird, ist unklar. Nach erneutem Shift ins Dunkle 
beginnt das Protein sich wieder im Kern anzusammeln. Der Shuttle in den Zellkern ist 
vom Importin-α-Carrier KapA abhängig. (Bayram et al., 2008b; Stinnett et al., 2007). 
Des Weiteren konnte nachgewiesen werden, dass VeA seine eigene Expression 
hemmt (Kim et al., 2009).  
 
 
Abb. 9 Domänenstruktur des Regulators VeA. N-terminal findet sich die velvet-Domäne, die der 
DNA Bindung und eventuell zu Protein-Protein-Interaktionen dient. Sie beinhaltet eine Kernlokalisie-
rungssequenz (NLS) und ein Kernexportsignal (NES). Außerdem findet sich C-terminal eine PEST-
Domäne. PEST-Domänen dienen häufig dem Proteinabbau. 
 
Ein weiterer lichtgesteuerter Prozess in dem VeA eine Hauptrolle spielt ist die  
Produktion von Sekundärmetaboliten (Kato et al., 2003; Yu & Keller, 2005). Wie in 
Abschnitt 1.2.1 beschrieben, ist diese regulatorisch auch mit der Konidiosporen-
bildung verknüpft. Sterigmatocystin, ein Sekundärstoff produziert von A. nidulans, ist 
im Synthesweg ein Vorläufer des beispielsweise von A. parasiticus oder A. flavus 
produzierten Aflatoxins. Beide Stoffe sind unter anderem toxisch und karzinogen 
(Probst et al., 2007; Squire, 1981). Die Expression der Gencluster zur Bildung beider 
Stoffe steht unter der Kontrolle des Regulators AflR (Flaherty & Payne, 1997; Payne 
& Brown, 1998). VeA hingegen reguliert die Expression dieses Regulators (Calvo et 
al., 2002; Calvo et al., 2004; Duran et al., 2007; Kato et al., 2003). Auch die  
Penicillinproduktion wird durch VeA gesteuert (Atoui et al., 2010; Kato et al., 2003; 
Kopke et al., 2013). Zur Penicillinproduktion verwendet A. nidulans drei Haupt-
enzyme: IpnA, AcvA und AatA (Brakhage et al., 1992). Hier reguliert VeA die acvA 
Expression, was sich direkt in der Penicillin Produktion widerspiegelt, außerdem 
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Turner, 1996). Jedoch wird auch in veA1-Stämmen Penicillin produziert. Spröte et al. 
zeigten 2007, dass eine veA Überexpression zu verminderter Penicillinproduktion 
führt und somit, dass VeA ein Repressor der Penicillinbiosynthese ist (Spröte & 
Brakhage, 2007). Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass die Funktion von VeA 
sich nicht nur auf Expressionsebene abspielt, sondern auch im Cytoplasma. Hier 
könnte es zu Proteinmodifikationen oder zur Bildung regulatorischer Komplexe,  
bestehend aus VeA und anderen Faktoren kommen. Außerdem kommt es vermutlich 
auf ein Vorhandensein der richtigen Balance von VeA, beziehungsweise der  
verschiedenen VeA Komplexe an (mehr hierzu siehe VeA Interaktionspartner,  
Abschnitt 1.5).  
Das Lichtsignal wird sehr wahrscheinlich auf verschiedene Weisen an VeA  
geleitet. Ein Rotlichtsignal könnte direkt von FphA an VeA übertragen werden, zum 
Beispiel durch Phosphotransfer. Neben der bestätigten VeA-FphA Interaktion gibt es 
dazu auch aktuell Hinweise in unserem Labor (Hedtke et al., 2015; Purschwitz et al., 
2008; Purschwitz et al., 2009). LreA/B abhängige Blaulichteffekte könnten durch eine 
Art Lichtregulatorkomplex bestehend aus LreA/B, FphA und VeA wirken (Bayram et 
al., 2010; Purschwitz et al., 2009). Der Blau/UV Sensor CryA wirkt hingegen  
hemmend auf die veA Expression und beeinflusst somit den VeA Proteingehalt 
(Bayram et al., 2008a).  
 
1.4.1 Velvet in anderen Pilzen 
Velvet ist ein ausschließlich in Pilzen vorkommendes Protein. Hier ist es jedoch 
hochkonserviert und kommt sowohl in Ascomyceten als auch in Basidiomyceten vor. 
In anderen Aspergillen hat VeA teilweise andere Funktionen, so zum Beispiel in A. 
parasiticus. Hier ist die Konidiosporenproduktion in einem veA-Deletionsstamm  
reduziert (Calvo et al., 2004). In A. fumigatus führt die Deletion von veA ebenfalls zu 
verringerter Sporenzahl, allerdings nur auf Nitratmedium (Krappmann et al., 2005). In 
A. niger bildet eine veA-Deletionsmutante stark verkürzte Konidiosporenketten, die 
Länge und Dicke des Konidiophorenstiels sind ebenfalls reduziert. Auch die  
Hyphenmorphologie scheint beeinflusst zu sein (Wang et al., 2015).  
Auch außerhalb der Gattung Aspergillus sind velvet abhängige Effekte zu be-





unabhängige sexuelle und asexuelle Entwicklung. Außerdem wird die Cellulase-
produkion durch Velvet reguliert (Karimi Aghcheh et al., 2014).  
In Fusarium verticilloides konnte gezeigt werden, dass ein velvet-
Deletionsstamm weniger Luftmyzel bildet, außerdem die Hydrophobizität der Kolonie 
beeinflusst und sich auch auf das polare Wachstum auswirkt (Li et al., 2006). Hier 
werden durch Velvet Hydrophobin codierende Gene reguliert und ebenfalls der Zell-
wandaufbau beeinflusst (Calvo, 2008). Aber auch die Bildung von Sekundärstoffen 
unterliegt der Kontrolle von Velvet (Desai et al., 2002; Gelderblom et al., 1988) 
In N. crassa heißt das VeA Ortholog Ve1. Ve1 und VeA sind so gut konserviert, 
dass beide, die jeweilige Deletion gegenseitig komplementieren können (Bayram et 
al., 2008c). In N. crassa zeigt ein Deletionsstamm eine Verkürzung der Hyphen,  
verstärkte lichtunabhängige Konidienbildung und starke Hyphenverzweigungen 
(Bayram et al., 2008c; Calvo, 2008). 
 
1.5 Die Velvet Protein Familie & andere VeA Interaktionspartner 
1.5.1 Velvet-Domäne 
VeA und auch die anderen bekannten Velvet Proteine aus A. nidulans VosA, VelB 
und VelC beinhalten alle eine Velvet-Domäne (Abb. 9). Diese besteht aus einer etwa 
150 Aminosäuren langen Sequenz, in der kaum bekannte Motive enthalten sind. 
Bayram et al. dachten anfangs, es handele sich hier um eine Domäne zur Protein 
Interaktion. Doch 2013 konnte ebenfalls die Gruppe um Gerhard Braus die in VosA 
enthaltene Velvet-Domäne kristallisieren und somit eine Ähnlichkeit zu der DNA-
Bindedomäne von NF-κB feststellen. Die Velvet-Domäne fungiert hier also als mögli-
che DNA-Bindedomäne. Ob sie auch der Protein Interaktion dient, ist bisher nicht 
geklärt (Ahmed et al., 2013). 
 
1.5.2 VosA  
VosA ist in A. nidulans verantwortlich für den Trehalose Metabolismus in sexuellen 
und asexuellen Sporen. Trehalose dient als osmolytischer Bestandteil und schützt 
die Sporen vor Stresseinflüssen, wie osmotischem Stress, Hitze oder Kälte. Die  
Deletion von vosA führt zu einer niedrigeren Überlebensrate der Sporen und einer 





bildung. Lokalisiert ist VosA in Zellkernen, hauptsächlich von Konidiosporen, aber 
auch in der Hyphe (Ni & Yu, 2007; Sarikaya Bayram et al., 2010). Die Velvet-
Domäne von VosA konnte 2013 kristallisiert werden und ähnelt der DNA-
Bindedomäne von NF-κB. Es konnte ebenfalls gezeigt werden, dass VosA an DNA 
bindet und somit sehr sicher als Transkriptionsfaktor wirkt (Ahmed et al., 2013). VosA 




VelB stellt durch die Beteiligung an verschiedenen Velvet Komplexen einen  
Regulator der Konidiogenese, Sporenreifung und Keimung, wie auch der Trehalose 
Biogenese (alles zusammen mit Vos) dar (Park et al., 2012). VelB interagiert im Zell-
kern mit VosA. Beide bilden hier einen lichtregulierten Proteinkomplex (Sarikaya 
Bayram et al., 2010). Des Weiteren interagiert VelB direkt mit VeA (sowohl im Kern 
als auch im Zytoplasma). Die Deletion von velB zeigt nahezu den gleichen Phänotyp, 
wie eine veA-Deletion, also eine Inhibierung der sexuellen Entwicklung im Dunkeln. 
Zusammen mit LaeA, einem Hauptregulator des Sekundärmetabolismus wird so 
schlussendlich der trimere Velvetkomplex gebildet und reguliert den Sekundär-
metabolismus (Bayram et al., 2008b; Sarikaya Bayram et al., 2010). 
 
1.5.4 VelC 
Die Deletion von velC führt ebenfalls zu einer erhöhten Konidiosporenproduktion und 
und geringerer Kleistothezienzahl. VelC stellt also, wie VeA einen Repressor der  
Konidiogenese und einen Aktivator der sexuellen Entwicklung dar (Park et al., 2014). 
VelC interagiert mit VosA, während vosA epistatisch zu velC ist.  
 
1.5.5 LaeA 
LaeA ist eine Methyltransferase, die direkt mit VeA interagiert und zusammen mit 
VeA und VelB einen trimeren Komplex zur Regulation des Sekundärmetabolismus 





gemeinhin als der Masterregulator des Sekundärmetabolismus (Bok et al., 2006a; 
Bok et al., 2006b). Ein laeA-Deletionsstamm ist nicht mehr in der Lage den Tran-
skriptionsfaktor AflR, essenziell für die Sterigmatocystinsynthese, zu exprimieren. 
Durch Chromatinmodifikation können durch LaeA „stille“ Sekundärmetabolitcluster 
aktiviert werden (Reyes-Dominguez et al., 2010; Strauss & Reyes-Dominguez, 
2011). Die Deletion zeigt konstitutive sexuelle Entwicklung, sowie die Bildung signifi-
kant kleinerer Kleistothezien, aufgrund des Fehlens von Hüllezellen. Diese geben 
den jungen Kleistothezien Schutz und führen ihnen Nährstoffe zu. LaeA kontrolliert 
also die Hüllezellbildung (Bayram et al., 2008b; Bok & Keller, 2004; Sarikaya Bayram 
et al., 2010). Im Dunkeln kommt es außerdem zu einer Modifikation von VeA – so 
zeigt VeA nach der Western Blot  Analyse normalerweise eine 63 kDa Bande. Im 
Dunkeln jedoch ist noch eine zweite Bande bei 72 kDa detektierbar (Sarikaya 
Bayram et al., 2010). LaeA kontrolliert den VeA Proteingehalt und verhindert besagte 
VeA Modifikation. 
 
Alles in allem konnte die Gruppe um Gerhard Braus aus den vorliegenden Daten  
folgendes Schema erstellen (Abb. 10): 
Im Dunkeln können VelB und VeA mittels des Importins KapA in den Zellkern  
gelangen. Hier kann der heterotrimere Velvet Komplex mit LaeA gebildet werden, der 
Sekundärmetabolismus und sexuelle Entwicklung steuert. VelB wirkt auch in einem 
anderen Komplex. Zusammen mit VosA hemmt es im Dunkeln die asexuelle  
Entwicklung und aktiviert die Trehalose Biogenese. Durch Belichtung nehmen die 
Konzentrationen von VeA und VelB im Kern ab. Dies bedeutet, dass der Komplex 
VosA-VelB in geringerem Maße vorkommt, so nicht mehr die asexuelle Entwicklung 
hemmen kann, jedoch noch in der Trehalose Biogenese wirkt (Abb. 10) (Sarikaya 







Abb. 10 Schematische Darstellung der Bildung verschiedener Velvet Komplexe im Zellkern in 
Abhängigkeit von Licht und Dunkel. Pfeile bedeuten Aktivierung oder geben die Bewegungs-
richtung an, rote T-Linien beudeten Hemmung. Weitere Erklärungen finden sich im Text. Schema aus 
(Sarikaya Bayram et al., 2010) 
 
1.5.6 Die Velvet interagierenden Proteine VipA, B und C 
Durch einen Yeast-Two-Hybrid Screen konnte die Arbeitsgruppe um Kap-Hoon Han 
drei weitere VeA Interaktionspartner ermitteln. Diese wurden Vip (velvet interacting 
protein) A-C genannt (Calvo, 2008). Während VipB als vermeintliche Methyl-
transferase bisher nicht weiter charakterisiert wurde, konnte für VipC, ebenfalls eine  
Methyltransferase, herausgefunden werden, dass diese im Komplex mit einer  
anderen Methyltransferase (VapB) und einem Membran-gebundenem Sensor eine 
Signalkette auslösen kann. Wird ein Umweltreiz wahrgenommen, lösen sich VapB 
und VipC und werden als Heterodimer in den Zellkern transportiert. Hier können sie 
direkt mit VeA interagieren und reduzieren den VeA-Gehalt im Kern. VapA kann nun 
im Zellkern durch Chromatinmodifikation den brlA-Promotor und so die Konidio-
sporenbildung aktivieren (Sarikaya-Bayram et al., 2014). 
VipA beinhaltet eine FAR1-Domäne, gehört also zu einer Proteinfamilie, die vor allem 
in Pflanzen vorkommt (Calvo, 2008). Aus A. thaliana ist bekannt, dass die FAR1-
Domäne enthaltenden Proteine FHY3 (far red elongated hypocotyl 3) und FAR1 (far 
red impaired response 1) unter anderem für die Phytochrom A Signaltransduktion 
notwendig sind, welche zur Dunkelrotantwort der Pflanze (Hemmung der Hypocotyl-





Lin & Wang, 2004). Zusätzlich regulieren FHY3 und FAR1 die Expression einer  
5-Aminolävulinsäure-Dehydrogenase, einem Enzym, dass in der Häm Synthese  
essenziell ist (Tang et al., 2012). Hierüber wird die Chlorophyllbildung reguliert. FHY3 
und FAR1 zeigen Ähnlichkeit zu Mutator-Transposasen und es wird angenommen, 
dass sie mittels dieser Transposase-Funktion als Expressionsregulator wirken  
können (Hudson et al., 2003).  
In dieser Arbeit wurde der Velvet Interaktionspartner VipA näher charakterisiert. So 
konnte ihm eine interessante Funktion in der Lichtwahrnehmung zugeordnet werden. 
 
1.6 Ziele dieser Arbeit 
In vielen Pilzen ist die Entwicklung, wie beispielsweise das Sporulationsverhalten, 
aber auch die Bildung von Sekundärstoffen, durch Licht reguliert. Genau diese  
Vorgänge können unsere Gesundheit auf unterschiedliche Weise beeinflussen.  
Während eine dauerhaft erhöhte Sporenkonzentration in der Luft, oder von Pilzen 
gebildete Toxine uns krank machen können, dienen viele Sekundärstoffe als  
Ausgangsprodukte in der Pharmaindustrie. Es ist also von großer Bedeutung, ein 
generelles Verständnis der Lichtwahrnehmung zu erlangen, weitere lichtregulierte 
Vorgänge zu entschlüsseln und die Funktion neuer beteiligter Proteine zu  
analysieren. 
Ein grundlegendes Ziel dieser Arbeit war es, weitere durch Licht beeinflusste 
Prozesse, neben Entwicklung und Sekundärmetabolismus, zu beschreiben und diese 
auf eine etwaige Beteiligung der verschiedenen Lichtsensoren zu untersuchen, um 
ein tieferes Verständis über lichtgesteuerte Prozesse in A. nidulans zu erlangen.  
Ein weiteres Ziel stellte die Unteruchung eines bisher nicht charakterisierten 
Interaktionspartners des Velvet Proteins, VipA, vorallem in Bezug auf die  
Beeinflussung von Sekundärmetabolismus und Entwicklung dar, um somit eine  








2.1 Einfluss von Licht auf die Sporenkeimung 
Inhibitorische Effekte von Licht verschiedener Wellenlängen auf die Sporenkeimung 
wurden schon 1931 von Dillon-Weston beschrieben (Dillon-Weston, 1931). Später 
konnte der Effekt genauer definiert werden, so fanden Calpouzos und Chang 1971 
heraus, dass der inhibitorische Effekt auf die Uredosporenkeimung von Puccinia 
recondita maßgeblich durch blaues und dunkelrotes Licht bestimmt wird (Calpouzo.L 
& Chang, 1971; Givan & Bromfield, 1964a; Givan & Bromfield, 1964b). In Puccinia 
graminis konnte die Sporenkeimung auf einen Rotlichteffekt zurückgeführt werden, 
mit der Mutmaßung, dass Phytochrom beteiligt sein könnte (Lucas et al., 1975). 
Generell gibt es drei Stadien der Sporenkeimung: Die Aktivierungsphase,  
bestimmt durch die passenden Umgebungsumstände und Umweltreize, die isotrope 
Wachstumsphase, also das anschwellende Sporenwachstum, und schließlich die 
Phase des polaren Wachstums. Hierbei bildet sich der Keimschlauch unter starken 
Änderungen des Aktin Cytoskelettes ((d'Enfert, 1997);Abb. 11). 
 
 
Abb. 11 Stadien der Sporenkeimung. Die Sporenentwicklung beginnt mit einer Aktivierungsphase, 
bestimmt durch verschiedene Umweltreize. Es schließt sich die isotrope Wachstumsphase an. Hier 
vergrößert sich der Sporendurchmesser. Schließlich kommt es zu einem Umschalten von isotropem 
zu polarem Wachstum, ein Keimschlauch wird gebildet. Hieraus ensteht das Myzel. Belichtung führt 
zu einer Verlängerung der isotropen Phase. 
 
In A. nidulans konnte ebenfalls gezeigt werden, dass die Sporenkeimung durch Licht 
verzögert wird, und, dass dieser Effekt auf das Phytochrom FphA zurückzuführen ist 








2.1.1 Licht hemmt die Sporenkeimung 
In einem Wildtypstamm (FGSCA4) wurde die Keimungsrate der Konidiosporen im 
Dunkeln und unter verschiedenen Lichtbedingungen bestimmt. Zur Bestimmung der 
Konidiosporen-Keimungsrate wurden 7 x 105 Sporen einer frisch bewachsenen A. 
nidulans Platte in 450 µl Minimalmedium mit 2% Glyzerin als Kohlenstoffquelle auf 
Deckgläschen unter verschiedenen Lichtqualitäten und im Dunkeln bei 23°C  
inkubiert. Die Beleuchtung wurde in Kartonboxen durch LED Panele mit je einer  
spezifischen Wellenlänge (450 nm, 700 nm, 740 nm) und, als Vergleich, in einer 
lichtdichten Kartonbox durchgeführt. Nach 16 h bis 24 h wurde nun alle zwei Stunden 
die Keimungsrate, also das Verhältnis von gekeimten zu nicht gekeimten Sporen, 
durch Auszählen bestimmt. Die im Dunkeln inkubierten Sporen keimten am  
schnellsten, so hatten hier nach 20 h Inkubation schon 60% der Sporen einen Keim-
schlauch gebildet. Durch rotes und blaues Licht verzögerte sich die Sporenkeimung 
stark. Hier waren nach 20 Stunden Inkubation nur etwa 20% der Sporen gekeimt. 
Der stärkste Hemmeffekt war jedoch nach Bestrahlung mit dunkelrotem Licht zu  
beobachten. Hier waren nach 20 Stunden 5% der Sporen ausgekeimt und auch nach 
24 h Inkubation zeigten nur 15% der Sporen einen Keimschlauch ((Kastner, 2010) 
und Abb. 12). 
 
       
Abb. 12 Vergleich der Keimungsraten von Konidiosporen im Dunkeln und unter Rot-, Blau-, 
und Dunkelrotbeleuchtung. Die Keimungsrate ergibt sich aus dem Anteil von gekeimten zu nicht 
gekeimten Sporen. 7 x 10
5
 Sporen des Wildtypstammes FGSCA4 wurden in 450 µl flüssigem Mini-
malmedium A mit 2% Glyzerin als C-Quelle für 16 h – 24 h bei 23°C oder B mit 1% Glukose als C-
Quelle bei 37°C für 4 h – 6 h im Dunkeln oder unter Blau-, Rot- oder Dunkelrotbeleuchtung inkubiert. 
Die Keimungsratenbestimmung erfolgte alle 2 h. Fehlerbalken repräsentieren die Standard-
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Der Effekt der Hemmung der Konidiosporenkeimung ist auch in glukosehaltigem  
Medium zu beobachten. Abb. 12 rechts zeigt ein ähnliches Experiment. Hier wurden 
Sporen des Wildtypstammes FGSCA4 auf Deckgläschen in Minimalmedium mit 1% 
Glukose unter verschiedenen Lichtqualitäten und im Dunkeln inkubiert. Auch hier 
führte Dunkelrotbeleuchtung zur geringsten Keimungsrate. 2% der Sporen hatten 
nach 5 h einen Keimschlauch gebildet. Rotlicht- und Blaulichtbehandlung führten 
ebenfalls zu einer Keimungsverzögerung gegenüber den im Dunkeln inkubierten 
Proben. Während hier nach 5 h die Keimungsrate bei 11% lag, führte Dunkelinkuba-
tion zu einer Keimungsrate von 26% nach 5 h. Jedoch war der Unterschied aufgrund 
der insgesamt wesentlich schnelleren Sporenkeimung weniger differenziert zu sehen. 
 
 
Abb. 13 Untersuchung der Keimungsrate in Abhängigkeit zu Kurzzeit-Dunkelrotlichtbestrah-
lung. Sporen des Stammes FGSCA4 wurden für 20 h bei 23°C in Minimalmedium mit Glyzerin im 
Dunkeln, beziehungsweise dunkel mit einem zweistündigen Dunkelrotlichtpuls zu verschiedenen Zeit-
punkten inkubiert. Des Weiteren wurden zusätzliche Proben dauerhaft mit Dunkelrotlicht bestrahlt. A 
Schwarze Balken bedeuten Dunkelinkubation, weiße bedeuten Dunkelrotlichtbestrahlung. B zugehöri-
ge Keimungsratenbestimmung in %. 
 
Zur Untersuchung, inwieweit Dunkelrotlicht die Keimung beeinflusst, wurden Deck-
gläschen, beimpft mit dem Wildtypstamm FGSCA4, für 20 h bei 23°C im Dunkeln 
inkubiert. Zusätzlich wurden identisch beimpfte Proben nach 2 h, 4 h, 6 h, 8 h, 10 h 
und 12 h jeweils mit einem zweistündigen Dunkelrotlichtpuls bestrahlt. Eine weitere 
Probe wurde dauerhaft mit dunkelrotem Licht behandelt (Abb. 13). Die Keimungsrate 
der dauerhaft im Dunkeln inkubierten Probe betrug 67% nach 20 h Inkubation. Eine 
ähnliche Keimungsrate hatte die Probe, die ganz zu Anfang einen Dunkelrotlichtpuls 
erfuhr. Hier waren nach 20 h 69% der Sporen gekeimt. Von den Sporen, die nach 10 
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h Dunkelinkubation mit Dunkelrotlicht bestrahlt wurden waren nach 20 h 58%  
gekeimt. Ein zweistündiger Rotlichtpuls nach 4 h bis 8 h Dunkelinkubation zeigte, 
abgesehen von dauerhafter Dunkelrotlichtbestrahlung, den stärksten Effekt Hier 
ergab sich eine Keimungsrate von 48% nach 20 h Inkubation. 20 h Inkubation unter 
dauernder Dunkelrotbeleuchtung führte abermals zu einer Keimungsrate von unter 
2%. 
Um zu überprüfen, ob die Hemmung der Keimung auf einen generellen Licht-
hemmeffekt zurückzuführen ist, oder, ob Wachstum und Kernteilung unbeeinflusst 
von der Hemmung bleiben, wurde untersucht, inwieweit durch Belichtung auch der 
Sporendurchmesser und die Anzahl der Zellkerne pro Spore beeinflusst werden 
(Abb. 14). Der Sporendurchmesser wurde anhand von mikroskopischen Aufnahmen 
mittels der Funktion zum Messen von Abständen in AxioVision (Zeiss) bestimmt. Die 
mikroskopischen Aufnahmen wurden nach 24 h Inkubation bei 23°C der in Minimal-
medium mit Glyzerin als C-Quelle auf Deckgläschen ausgebrachten Sporen des 
Wildtypstammes FGSCA4 angefertigt. Die Inkubation erfolgte wieder im Dunkeln, 
unter Blaulicht (450 nm), Rotlicht (700 nm) oder Dunkelrotlicht (740 nm). Zur  
Visualisierung der Zellkerne wurden die jeweiligen Proben mit dem DNA inter-
kalierenden Fluoreszenzfarbstoff DAPI behandelt.  
 
         
Abb. 14 Bestimmung des Sporendurchmessers und der Zellkernanzahl pro Spore unter  
verschiedenen Belichtungen. Der Stamm FGSCA4 (wt) wurde auf Deckgläschen in Minimalmedium 
mit 2% Glyzerin bei 23°C für 24 h im Dunkeln (d), oder unter Blau- (B), Rot- (R), oder Dunkelrotlicht-
bestrahlung (DR) inkubiert. A Anschließend wurde der Sporendurchmesser gemessen oder B mittels 
DAPI-Färbung die Zellkernanzahl pro Spore bestimmt und daraus ermittelt, welcher Sporenanteil wie 
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Nach Dunkelrotbelichtung war der Sporendurchmesser mit durchschnittlich 6,7 µm 
am größten, während Rot- und Blaulichtbehandlung auch zu einem vergrößerten 
Durchmesser führten. Dieser lag hier durchschnittlich bei 5,3 µm. Im Dunkeln lag der 
Sporendurchmesser bei 5 µm. Es wurden jeweils mindestens 300 Sporen ausge-
wertet. Dunkelrotes Licht wirkte sich ebenfalls auf die Anzahl der Zellkerne pro Spore 
aus. Im Dunkeln inkubierte Sporen hatten zu 73% nur einen und zu 26% zwei Kerne 
inne. Dunkelrotlicht bewirkte hingegen, dass die Sporen hier zu 67% zwei-kernig  
waren, während 19% drei Kerne und etwa 9% der Sporen vier Kerne beinhalteten. 
 
2.1.2 Phytochrom bestimmt die Regulation der Keimungshemmung 
Im Folgenden wurde die Expression der Lichtrezeptorgene fphA, lreA und lreB in den 
Sporen mittels quantitativer Realtime PCR gemessen. Hierfür wurden Sporen des 
Stammes FGSCA4 in flüssigem Minimalmedium mit Glyzerin bei 23°C schüttelnd in 
Petrischalen inkubiert. Ein Teil der Proben wurde mit Weißlicht beleuchtet. Die  
jeweiligen Proben wurden dann gesammelt und zentrifugiert und die pelletierten 
Sporen wurden nach mehrfachem Waschen für das Isolieren von RNA verwendet. 
Die Ergebnisse wurden einmal normalisiert zum Haushaltsgen H2B dargestellt  
(Abb. 15 A), und des Weiteren normalisiert zum Haushaltsgen H2B und der  
jeweiligen Probe zum Zeitpunkt Null (Abb. 15 B). 
 
      
Abb. 15 Expressionsanalyse der Lichtrezeptorgene fphA, lreA und lreB in Sporen. Mittels quanti-
tativer Realtime PCR wurde die Transkriptmenge von fphA, lreA und lreB zum Zeitpunkt 0, nach 16 h 
und nach 24 h, jeweils unter Weißbelichtung (w) und im Dunkeln (d) bestimmt. Als Matrize diente RNA 
isoliert aus Sporen, welche 0 h, 16 h oder 24 h bei 23°C in flüssigem Minimalmedium mit Glyzerin in 
Petrischalen schüttelnd inkubiert wurden. Verwendet wurde der Stamm FGSCA4. A Relative Expres-
sion normalisiert zum Haushaltsgen H2B. B zusätzliche Normalisierung zum Zeitpunkt t=0. Fehler-





































































Hier zeigte sich interessanterweise, dass die Expression von fphA im Vergleich zu 
der Expression von lreA nach Normalisierung zum Referenzgen H2B nach Dunkel 
inkubation zehnfach erhöht und im Vergleich zu der Expression von lreB sogar 
zwanzigfach erhöht war. Nach 24 h Inkubation stieg die Transkriptmenge von lreA im 
Vergleich zur Expression zum Probezeitpunkt 0 auf zweifach an, während die lreB 
Transkriptmenge nach 24 h, verglichen mit der zum Zeitpunkt 0 gemessenen  
Transkriptmenge, sich um Faktor 2 verringerte. Beide Effekte waren unabhängig von 
der Belichtung.  
Da bisher Dunkelrotlicht den stärksten Effekt hatte, und bekannt ist, dass Rot- 
und Dunkelrotlicht in A. nidulans mittels des Phytochroms FphA wahrgenommen 
wird, wurden nun die Experimente der Keimungsratenbestimmung, das Messen des 
Sporendurchmesser und der Bestimmung der Zellkernzahl pro Spore in einem  
Phytochrom-Deletionsstamm und der zugehörigen Rekomplementation durchgeführt 
(Blumenstein et al., 2005; Mooney & Yager, 1990).  
 
       
Abb. 16 Bestimmung der Keimungsrate unter verschiedenen Lichtbedingungen in einer fphA-
Deletionsmutante und dem zugehörigen Komplementationsstamm. A Sporen des Stammes 
SJP1 (∆fphA) und B Sporen des Stammes SJP22 (fphA Rek) wurden 10 h - 16 h bei 23°C in Mini-
malmedium mit 2% Glyzerin auf Deckgläschen im Dunkeln oder unter Blau-, Rot-, oder Dunkelrotbe-
strahlung inkubiert. Alle 2 h wurde die Keimungsrate bestimmt. Fehlerbalken repräsentieren die jewei-
lige Standardabweichung. 
 
Ein fphA-Deletionsstamm hatte ein verändertes Muster in der Sporenkeimung (Abb. 
16). Rotes und dunkelrotes Licht führten hier zu schneller Sporenkeimung, vergleich-
bar mit der Keimung im Dunkeln im zugehörigen Komplementationsstamm. Nach 14 
Stunden Inkubation waren im fphA-Deletionsstamm unter Dunkelrotlichtbedingungen 
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zur Folge. Der fphA-Komplementationsstamm hatte nach 14 h Inkubation im Dunkeln 
eine Keimungsrate von 59%. Es fällt auf, dass die Keimung in beiden Stämmen  
etwas schneller stattfindet als im Wildtypstamm FGSCA4. Während in der Deletion 
eine Keimungsverzögerung im Dunkeln zu beobachten war, zeigte der Komplemen-
tationsstamm das gleiche Muster, in Abhängigkeit zu den verschiedenen Licht-
qualitäten, wie der Wildtypstamm FGSCA4. Hier führte Belichtung zu einer  
Keimungsverzögerung, die am stärksten unter Dunkelrotlicht ausgeprägt war. Rotes 
und blaues Licht hatten den gleichen Effekt. Blaubelichtung führte in der fphA-
Deletionsmutante, verglichen mit dem Komplementationsstamm, zu einer erhöhten 
Keimungsrate. Hier waren nach 14 h 34% der Sporen gekeimt, während im fphA-
Komplementationsstamm nur 20% der Sporen einen Keimschlauch zeigten.  
Der Sporendurchmesser und die Anzahl der Kerne pro Spore waren ebenfalls 
durch die Deletion von fphA beeinflusst. Im fphA-Deletionsstamm war der Sporen-
durchmesser generell geringer, als im zugehörigen Komplementationsstamm (Abb. 
17). Dunkelrotbestrahlung führte zu einem durchschnittlichen Durchmesser der 
Sporen von 4,1 µm. Verglichen mit dem Komplementationsstamm, dessen Sporen-
durchmesser nach Dunkelrotbelichtung 6,2 µm entsprach, lag hier im Deletions-
stamm eine deutliche Reduktion vor. Dies galt auch für die Behandlung mit blauem 
und rotem Licht. Hier führte die fphA-Deletion zu einem durchschnittlichen Durch-
messer von 4,2 µm, während der zugehörige Komplementationsstamm Sporen mit 
einem Durchmesser von 5,4 µm bildete. Auch im Dunkeln war der Sporendurch-
messer im Vergleich mit dem Komplementationsstamm leicht reduziert.  
 
         
Abb. 17 Untersuchung des Sporendurchmessers in einer fph-Deletionsmutante und dem zuge-
hörigen Komplementationsstamm. A Sporensuspensionen des Stammes SJP1 (∆fphA) und B des 
Stammes SJP22 (fpha Rek) wurden 24 h bei 23°C auf Deckgläschen im Dunkeln, beziehungsweise 
unter Blau-, Rot-, oder Dunkelrotlicht inkubiert. Anschließend wurden die Sporendurchmesser be-
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Auch in der Anzahl der Kerne pro Spore unterschieden sich der fphA-Deletions-
stamm und der Komplementationsstamm, welcher wieder dem Wildtypstamm  
entsprach (Abb. 18). So beinhalteten im Dunkeln 78% der Sporen einen Kern und 
21% zwei Kerne. Verglichen mit Dunkelrotlichtbehandlung, welche im Komplementa-
tionsstamm dazu führte, dass 60% der Sporen zweikernig waren, und immer noch 
11% drei Kerne innehatten. Im fphA-Deletionsstamm hingegen führte Dunkelrotlicht-
behandlung im Vergleich zu im Dunkeln inkubierten Proben zu keiner Kernanreiche-
rung innerhalb der Spore, im Gegenteil. Hier führte Dunkelrotlichtbestrahlung dazu, 
dass 65% der Sporen einkernig waren, die übrigen Sporen beinhaltete je zwei Kerne. 
Im Dunkeln hatten 50% der Sporen einen Kern, 47% waren zweikernig und 3% der 
Sporen beinhaltete sogar drei Kerne.  
 
         
Abb. 18 Bestimmung der Zellkernanzahl pro Spore einer fphA-Deletionsmutante und des zuge-
hörigen Komplementationsstammes. A Sporen des Stammes SJP1 (∆fphA) und B des Stammes 
SJP22 (fphA Rek) wurden 24 h bei 23°C auf Deckgläschen im Dunkeln, beziehungsweise unter Blau-, 
Rot-, oder Dunkelrotlicht inkubiert. Nach anschließender DAPI Färbung wurde der jeweilige Sporenan-
teil mit einem, zwei, drei oder vier Zellkernen bestimmt. Fehlerbalken repräsentieren die Standardab-
weichung. 
 
2.1.3 Die Blaulicht-Rezeptorsysteme sind nicht an der Regulation beteiligt 
Nachdem in vorangegangenen Experimenten nicht nur rotes und dunkelrotes,  
sondern auch blaues Licht einen Effekt zeigte, wurde ebenfalls untersucht, ob das 
Blaulichtrezeptorsystem LreA/B oder aber das Cryptochrom CryA Einfluss auf die 
Regulation der Sporenkeimung nimmt. Jedoch scheinen beide bekannten Blaulicht-
rezeptorsysteme keinen Einfluss in der Signalwahrnehmung zu haben (Versuche zu 
LreA/B, siehe (Kastner, 2010)). So zeigte eine Cryptochrom Deletionsmutante  
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Kernanzahl pro Spore keine merklichen Unterschiede im Muster im Vergleich zu dem 
zugehörigen Komplementationsstamm oder dem Wildtypstamm FGSCA4. Es  
keimten auch hier die im Dunkeln inkubierten Sporen am schnellsten, mit 66%  
gekeimten Sporen in der cryA-Deletionsmutante SCK44 und 75% gekeimten Sporen 
im dem zugehörigen Komplementationsstamm SRJ33 nach 20 h Inkubationsszeit. 
Mit einer Keimungsrate von unter 5% nach 20 h in der Deletionsmutante und sogar 
nur 3% gekeimten Sporen im Komplementationsstamm, keimten Sporen bei Dunkel-
rotlichtbehandlung am geringsten. Rot- und Blaulichtbehandlung der Proben  
resultierte in einer vergleichbaren Hemmung. Nach 22 Stunden Inkubation war in 
beiden Stämmen mit 40% gekeimten Sporen nur etwa die Hälfte der Keimungsrate, 
im Vergleich zur Dunkelinkubation erreicht (Abb. 19).  
 
     
Abb. 19 Analyse der Keimungsrate unter verschiedenen Lichtbedingungen in einer cryA-
Deletionsmutante und dem zugehörigen Komplementationsstamm. A Sporen des Stammes 
SCK44 (∆cryA) und B des Stammes SRJ33 (cryA Rek) wurden 14 h - 22 h bei 23°C in Minimal-
medium mit 2% Glyzerin auf Deckgläschen im Dunkeln oder unter Blau-, Rot-, oder Dunkelrot-
bestrahlung inkubiert. Alle 2 h wurde die Keimungsrate bestimmt. Fehlerbalken repräsentieren die 
jeweilige Standardabweichung. 
 
Die Messung des Sporendurchmessers ergab sowohl in der Deletionsmutante, als 
auch im Komplementationsstamm wieder den stärksten Effekt für Dunkelrotlichtbe-
leuchtung (Abb. 20). Hier waren die Sporen nach 20 h Inkubation im Durchschnitt 6,5 
µm dick. Blau- und Rotlichtbeleuchtung führten zu einem leichten Anstieg des 
Durchmessers mit 5,3µm durchschnittlichem Durchmesser, während die im Dunkeln 
inkubierten Proben nur einen Sporendurchmesser von unter 4,8 µm aufwiesen.  
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Abb. 20 Untersuchung des Sporendurchmessers in einem cryA-Deletionsstamm und dem zu-
gehörigen Komplementationsstamm. A Sporensuspensionen des Stammes SCK44 (∆cryA) und B 
des Stammes SRJ33 (cryA Rek) wurden 24 h bei 23°C auf Deckgläschen im Dunkeln, beziehungs-
weise unter Blau-, Rot-, oder Dunkelrotlicht inkubiert. Anschließend wurden die Sporendurchmesser 
gemessen. Fehlerbalken repräsentieren die jeweilige Standardabweichung.  
 
Die Zellkernanzahl war hier auch in beiden Stämmen ähnlich dem Wildtypstamm 
FGSCA4 (Abb. 21). So zeigten im Dunkeln knapp 75% der Sporen des Komplemen-
tationsstammes und 69% der Sporen der cryA-Deletionsmutante einen Kern,  
während knapp 24%, beziehungsweise 29% der Sporen zweikernig waren. Die  
übrigen Sporen wiesen jeweils drei Zellkerne auf. Unter dunkelrotem Licht beher-
bergten im Deletionsstamm 29% der Sporen drei Kerne, während nur 11% einen 
Kern innehatten. 53% beinhalteten zwei Zellkerne und 7% sogar vier Kerne. Im 
Komplementationsstamm SRJ33 waren 9% der Sporen einkernig, 47% beinhalteten 
zwei Zellkerne, 26% beherbergten 3 Kerne und 18% der Sporen besaßen vier Kerne.  
 
         
Abb. 21 Bestimmung der Zellkernanzahl in einer cryA-Deletionsmutante und im zugehörigen 
Komplementationsstamm. A Sporen des Stammes SCK44 (∆cryA) und B Sporen des Stammes 
SRJ33 (cryA Rek) wurden 24 h bei 23°C auf Deckgläschen im Dunkeln, beziehungsweise unter Blau-, 
Rot-, oder Dunkelrotlicht inkubiert. Nach anschließender DAPI Färbung wurde je der Anteil an ein-, 
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Diese Ergebnisse zeigen, dass Licht die Sporenkeimung in A. nidulans hemmt,  
außerdem, dass diese Hemmung nicht auf eine komplette Wachstumshemmung  
zurückzuführen ist. Der Keimungshemmende Effekt ist abhängig von Phytochrom, 
wobei die beiden Blaulichtrezeptorsysteme LreA/B und CryA keine, oder nur eine 
untergeordnete Rolle spielen. Auch VeA scheint nicht in den Keimungsprozess  
involviert zu sein. Dies zeigten Vergleiche einer veA-Deletionsmutante mit einem  
zugehörigen Wildtypstamm (persönlich Mitteilung Christian Kastner) (Röhrig et al., 
2013). 
 
2.2 VipA – ein neuer Regulator von Entwicklung und Metabolismus 
2.2.1 Bioinformatische Charakterisierung von VipA 
Velvet ist der zentrale Regulator von Entwicklung und Sekundärmetabolismus in A. 
nidulans. Beide Vorgänge sind unter anderem in Abhängigkeit von Licht reguliert 
(Calvo, 2008). Mittels eines Yeast-Two-Hybrid Library Screens konnten von der ko-
reanischen Gruppe um Kap-Hoon Han drei neue Velvet Interaktionspartner gefunden 
werden – darunter VipA (velvet interacting protein A) alias AN0859. 
VipA ist ein 334 Aminosäuren (AS) langes Protein mit einer N-terminalen Pro-
lin/Glutamin reichen Region (PFAM) zwischen AS 3 und AS 101, einer 80 AS langen 
FAR1-Domäne (AS 116 – 195) in der Mitte des Proteins (PFAM – www.pfam.org) 
und einer C-terminalen Kernlokalisierungssequenz (NLS prediction mittels PSORTII 
Suche, AS 275 - 282) (Calvo, 2008). Die Wahrscheinlichkeit der Lokalisierung von 
VipA wurde von PSORTII mit 65,5% für den Zellkern vorausgesagt.  
FAR1-Domänen sind bekannt aus pflanzlichen Proteinen, wie beispielsweise 
FHY3 oder FAR1 aus A. thaliana. Beide Proteine tragen ebenfalls eine NLS und fun-
gieren als Transkriptionsfaktoren (Hudson et al., 1999; Hudson et al., 2003). Mittels 
der FAR1-Domäne sind sie in der Lage an DNA zu binden (Lin et al., 2007). Beide 
Proteine gehören der sogenannten MULE (Mutator like element) Proteinfamilie an. 
Neben der N-terminalen FAR1-Domäne, welche hier einer WRKY – Zinkfinger-
Domäne entspricht, beinhalten beide Proteine noch eine Transposasedomäne. Diese 
ist notwendig für die Transkriptionsaktivierung. FHY3 und FAR1 besitzen außerdem 





(Lin et al., 2007). VipA hingegen beschränkt sich in der Ähnlichkeit auf die FAR1-
Domäne und die gefundene NLS. 
Mittels BLAST(p)-Suche (Basic Alignment Research Tool; www.ncbi.nlm.nih.gov/ und 
www.aspergillusgenome.org/; Stand: 05.02.2015), wurde zum einen nach  
Homologen des gesamten VipA Proteins gesucht, zum anderen nach Homologien 
der FAR1-Domäne. Mit Blick auf das komplette Protein zeigten sich hier die besten 
Treffer für ein noch nicht charakterisiertes Protein aus Penicillium roqueforti mit  
einem Score von 115 bits und 37% identischen Aminosäuren bei einer Abdeckung 
von 59% und für ein Protein aus Talaromyces stipitatus mit 114 bits, einer  
Abdeckung von 60% bei 33% identischer Sequenz. Ein Protein aus Aspergillus  
aculeatus zeigte mit einem Score von 94 bits hier die potenziell ähnlichste  
Proteinsequenz innerhalb der Aspergillen mit einer eher geringen Abdeckung von 
30%. Innerhalb dieser sind allerdings 43,7% der Sequenz identisch. Außerhalb der 
Ascomyceten zeigt Genlisea aurea, eine fleischfressende Pflanze, die höchste  
Übereinstimmung, mit einem Bit Score von 93,6 bits, einer Sequenz Abdeckung von 
49% bei 34% identischer Aminosäurenabfolge. Jedoch liegen die genannten  
Übereinstimmungen fast ausschließlich über der FAR1-Domäne und decken nur in 
wenigen Fällen noch einen Teil Up- und Downstream mit ab, wie bei Penicillium  
roqueforti und Talaromyces stipitatus. Daher wurde mittels der FAR1-Domäne aus 
VipA nach verwandten Proteinen, beziehungsweise verwandten Domänen gesucht.  
Die vielversprechendsten Ergebnisse aus der BLAST(p)-Suche zur FAR1-
Domäne aus VipA ergab die FAR1-Domäne eines bisher nicht näher beschriebenen 
Proteins aus Aspergillus aculeatus. Hier beträgt der Score 77 bits, während bei voller 
Abdeckung der Domäne 43,9% der Sequenz identisch ist. Eine FAR1-Domäne aus 







Abb. 22 Proteindomänenstruktur und Alignment der FAR1-Domäne des VeA Interaktions-
partners VipA. In silico Analysen führten zu abgebildeter Domänenstruktur. N-terminal findet sich 
eine Glutamin-Prolin-reiche Region, C-terminal eine Kernlokalisierungssequenz (NLS). Zentral  
befindet sich eine 80 AS lange FAR1-Domäne (AS 116 – 195), wie sie auch in bisher nicht  
charakterisierten Proteinen aus dem Pilzreich vorkommt, sowie ebenfalls in pflanzlichen Tran-
skriptionsfaktoren, wie beispielsweise in A. thaliana FAR1 oder FHY3. Gut konservierte Bereiche sind 
im Alignment der FAR1-Domänen dunkel hinterlegt, während schlecht konservierte Bereiche hell  
hinterlegt sind. Schwarze Pfeile zeigen auf konservierte Cytein- und Histidinreste. 
 
Mit Clustal Ω (www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/; Stand 05.02.2015) wurde ein  
Alignment der FAR1-Domänen verschiedener Proteine aus unterschiedlichen  
Organismen erstellt und mit dem CLC Sequence Viewer Version 6.8.1 
(www.clcbio.com) optisch bearbeitet, um konservierte Bereiche hervorzuheben (Abb. 
22). Dunkel hinterlegte Aminosäuren sind besser konserviert, hell hinterlegte 
schlechter. Schwarze Pfeile deuten außerdem auf die vier aus Pflanzen bekannten 
essenziellen Aminosäuren des WRKY – Zinkfingermotivs hin, welche gut konserviert 
sind (Lin et al., 2007). 
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Abb. 23 Stammbaum zur Darstellung der Verwandtschaftsverhältnisse der FAR1-Domäne aus 
VipA zu den FAR1-Domänen aus anderen Proteinen. Die nächsten Verwandtschaften zeigen 
FAR1-Domänen von Proteinen aus Aspergillus aculeatus, A. glaucus, Talaromyces stipitatus und 
Penicillium roqueforti. Der Stammbaum wurde nach BLAST(p) Analyse und Clustal Ω Alignment  
mittels MEGA6 mit der Neighbour Joining Methode und einem Bootstrapwert von 10.000 fach erstellt. 
 
Um die Verwandtschaften der VipA-ähnlichen Proteine, beziehungsweise deren 
FAR1-Domänen darzustellen, wurde anhand der mittels BLAST(p) gefundenen  
Sequenzen zuerst via Clustal Ω ein Alignment erstellt und anschließend mittels der 
Software MEGA6 ein Stammbaum daraus angefertigt. Hierfür wurde die Neighbour 
Joining Methode und ein Bootstrap Wert von 10.000fach verwendet. Als Ausgangs-
matrize wurde einmal die Proteinsequenz des gesamten Proteins VipA (siehe  
Anhang S1) und außerdem nur die FAR1-Domäne dieses Proteins gewählt  
(Abb. 23). Es zeigten sich hier nahe Verwandtschaften zu Proteinen aus A. glaucus 
und A. aculeatus, sowie T. stipitatus und P. roqueforti. Diese Proteine sind bisher alle 






Die FAR1-Domäne aus A. thaliana FHY3 ähnelt nach Computeranalysen in der 
Struktur der WRKY-DNA-Bindedomäne der Transposase LOM1 aus Reis, deren 
Struktur durch NMR Analysen bekannt ist (Lin et al., 2007; Yamasaki et al., 2005). 
Um herauszufinden ob hier die FAR1-Domäne aus VipA ebenfalls strukturell ähnlich 
ist, wurde mittels RaptorX (http://raptorx.uchicago.edu/, Stand: 05.02.2015) eine 
Strukturvorhersage mit der VipA FAR1-Domäne als Input durchgeführt. Diese hat 
strukturelle Ähnlichkeit zu einer WRKY-Zinkfinger DNA-Bindedomäne des Proteins 
Aft1 aus Saccharomyces cerevisiae. Daher wurde die Struktur von Aft1 als Matrize 
zur Modellierung der VipA FAR1-Domäne verwendet. Hier zeigt sich eine 4 fache  
β-Faltblattstruktur, die auf den ersten Blick der FAR1-Domäne aus A. thaliana FHY3 
entspricht. Nun wurde mittels phyre2 (http://www.sbg.bio.ic.ac.uk/phyre2, Stand: 
05.02.2015) die VipA Sequenz auf Grundlage der WRKY-Zinkfinger DNA-
Bindedomäne des Proteins LOM1 modelliert. Die Kristallstruktur von LOM1 diente 
auch zur Modellierung der FAR1-Domäne von FHY3. Eine optische Nachbearbeitung 
und das Hervorheben konservierter Reste erfolgte mittels des Programmes Chimera 
(http://www.cgl.ucsf.edu/chimera, (Pettersen et al., 2004)). Wie in Abb. 24 oben im 
Overlay dargestellt, deckt die VipA FAR1-Domäne strukturell nahezu das komplette 
WRKY-Zinkfinger Motiv ab. Hier ist nicht nur die 4 fache β-Faltblattstruktur zu sehen, 
sondern ebenfalls die Zink Bindestelle, bestimmt durch zwei konservierte Histidinres-
te (orange) und zwei konservierte Cysteine (gelb). Unten sind nochmals beide Struk-
turen einzeln dargestellt, links die vorhergesagte Struktur von VipA und rechts die 







Abb. 24 Darstellung der FAR1-Domäne aus VipA, erstellt anhand der Struktur der WRKY-
Zinkfinger-Domäne von LOM1 aus Reis. Mittels RaptorX und phyre2 (http://raptorx.uchicago.edu; 
http://www.sbg.bio.ic.ac.uk/phyre2) wurde die Domänenstruktur von VipA-FAR1 virtuell bestimmt und 
gegen eine WRKY-Zinkfinger-Domäne der Transposase LOM1 aus Reis modelliert. Die Bildbearbei-
tung erfolgte mittels Chimera (UCSF). A Overlay beider Strukturen. Hier ergibt sich eine sehr hohe 
Übereinstimmung der beiden Proteine inklusive der vierfachen β-Faltblattstruktur (β1-4) und der  
konservierten Cystein- (gelb; in VipA C146, C169) und Histidinreste (orange; in VipA H193, H195), die 
eine Bindung zu einem Zinkatom (lila) eingehen. B Einzeldarstellung der WRKY-Zinkfinger-Domäne 
von LOM1  und C Einzeldarstellung der WRKY-Zinkfinger-Domäne von VipA. 
 
2.2.2 VipA interagiert mit VeA im Zellkern 
In silico Analysen ergaben eine potenzielle NLS und eine potenzielle DNA-
Bindedomäne. Zusammen weist dies stark darauf hin, dass VipA eine Funktion im 
Zellkern, beispielsweise als Transkriptionsfaktor, innehaben könnte. Fluoreszenz-
mikroskopische Untersuchungen mit einem VipA-GFP Fusionsprotein, exprimiert in 
A. nidulans unter dem induzierbaren alcA Promotor (Alkoholdehydrogenase), zeigten 
eine Lokalisation von VipA im Zellkern (Abb. 25A). Mittels des Bimolekularen Fluo-
reszenz-Komplementations (BIFC) Assays, sollte nun auch die Interaktion zwischen 
VipA und VeA bestätigt werden. Hierfür wurden ein VipA-N-YFP und ein VeA-C-YFP 
Konstrukt, beides exprimiert unter dem induzierbaren alcA Promotor, in A. nidulans 
















Fluoreszenzsignal in den Zellkernen (Abb. 25D). VeA und VipA interagieren also in 
den Kernen. Für die nähere Charakterisierung von VipA wurde anschließend die De-
letion des ORF (open reading frame) durch Einfügen einer Markerkassette (pyrG) 
mittels homologer Rekombination durchgeführt. Für die Konstruktion der Deletions-
kassette wurde je ein etwa 1 kb großes Fragment der Linken, wie auch der Rechten 
Flanke mittels PCR amplifiziert. Außerdem wurde die pyrG Kassette per PCR ampli-
fiziert. Verwendete Primer trugen Linker Sequenzen. In einem letzten Schritt konnte 
durch Fusions PCR die Deletionskassette (LB – pyrG – RB) amplifiziert werden 
(Szewczyk et al., 2006). Diese wurde in den Stamm SJR2 eingebracht, welcher unter 
anderem eine nkuA-Deletion, sowie eine pyrG-Deletion trägt. NkuA ist beteiligt an der 
DNA-Reparatur von Doppelstrangbrüchen. Die Deletion begünstigt den Reparatur-
weg der homologen Rekombination (Nayak et al., 2006). Nach der Aspergillus Trans-
formation konnte die Deletionskassette in einigen Transformanten durch die Homolo-
gie der Flanken ins Genom eingebaut werden und somit den vipA ORF ersetzen. Die 
entstandenen Transformanten wurden mittels einer Southern Blot Analyse verifiziert. 
Nach Restriktionsverdau der genomischen DNA mit dem Restriktionsenzym SspI 
sollten nach Hybridisierung der Sonden gegen Linke und Rechte Flanke in der 
Southern Blot Analyse unterschiedliche Bandenmuster zu sehen sein. Ein Wildtyp-
stamm mit intaktem vipA ORF sollte lediglich eine Bande bei 4450 bp zeigen,  
während in einer Deletionsmutante zwei Banden (2026 bp und 3331 bp) detektiert 
werden sollten (Abb. 25B und C).  
Um einen geeigneten Stammhintergrund ohne nkuA-Deletion zu generieren, 
wurde ein vipA-Deletionsstamm im Folgenden zweimal mit dem Wildtypstamm 
SKV103 rückgekreuzt. Die so entstandenen Stämme trugen weiterhin das pyrG 
Markergen, außerdem wurde mittels quantitativer Realtime PCR nachgewiesen, dass 
vipA nicht exprimiert wird. Wenn nicht anders erwähnt, wurde im Folgenden mit dem 
so entstandenen vipA-Deletionsstamm SRJ4 weiter gearbeitet. Außerdem wurde als 
Wildtypvergleich der erwähnte Stamm SKV103 mit einem pyrG Markerplasmid  
transformiert (Stamm SRJ7). Zusätzlich diente eine Komplementation der vipA-
Deletion, erstellt durch Transformation des vipA ORFs unter dem natürlichen  
Promotor in den Stamm SRJ4 als Kontrolle (SRJ22). Die Insertion des Konstruktes 






Abb. 25 Lokalisierung von VipA, Untersuchung der Interaktion von VipA und VeA, sowie 
Southern Blot Analyse der vipA-Deletionsmutante. A Im Stamm SRJ1 konnte mittels einer GFP 
markierten Version von VipA gezeitgt werden, dass VipA hauptsächlich in den Zellkernen lokalisiert 
ist. D Split YFP Analysen im Stamm SRJ2 zeigten, dass VeA und VipA in den Zellkernen miteinander 
interagieren. B Planung und C Ergebnis der Southern Blot Analyse zum Nachweis der Deletion von 
vipA durch eine pyrG-Kassette mittels homologer Rekombination im Stamm SRJ3 (∆vipA). SJR2 (wt) 
diente als Kontrollstamm. 
 
2.2.3 Einfluss von VipA auf Entwicklung und Sekundärmetabolismus 
Da VipA aufgrund der Interaktion mit VeA gefunden wurde und VeA als Haupt-
regulator von Entwicklung und Sekundärmetabolismus gilt, wurden sowohl die  
asexuelle, als auch die sexuelle Entwicklung untersucht. Als Maß für die asexuelle 
Entwicklung gilt die Anzahl der gebildeten Konidiosporen. 5 x 105 frische Sporen der 
Stämme SRJ4, SRJ7 und SRJ22 wurden mittels Glasperlen gleichmäßig auf kleinen 
Petrischalen mit festem Minimalmedium mit 2% Glukose und den benötigten Markern 
ausplattiert. Anschließend wurden alle Proben bei 37°C für 24 h im Dunkeln, dann für 
weitere 24 h im Dunkeln oder unter Weißlicht inkubiert. Dann wurden die gebildeten 
Sporen mit 2% Tween20 in H2O in Lösung gebracht und gezählt. Zur Bestimmung 
der sexuellen Entwicklung wurde genauso verfahren, die Inkubation erfolgte aller-
dings für 24 h im Dunkeln und anschließend für 48 h im Dunkeln oder bei Weißlicht. 
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Zur Normalisierung wurden die jeweils erhaltenen Werte für den Wildtypstamm nach 
Dunkelinkubation auf 100% gesetzt.  
 
 
Abb. 26 Einfluss der vipA-Deletion auf die asexuelle und die sexuelle Entwicklung. Untersucht 
wurden der Wildtypstamm SRJ7, der vipA-Deletionsstamm SRJ4 und der zugehörige Komplementati-
onsstamm SRJ22. A Analyse der Konidiosporenzahl. Suspensionen frischer Konidiosporen der 
Stämme SRJ7, SRJ4 und SRJ22 wurden gleichmäßig auf festem Minimalmedium mit 2% Glukose 
ausgebracht und erst für 24 h im Dunkeln, dann entweder weitere 24 h im Dunkeln oder unter Weiß-
licht inkubiert. Anschließend wurden alle Sporen pro Platte mit einer 2% Tween20-Lösung in Suspen-
sion gebracht und gezählt. B Bestimmung der Primordienanzahl. Die Inkubation erfolgte wie für die 
Konidiosporenbestimmung, allerdings wurde nach 24 h Dunkelinkubation für weitere 48 h im Dunkeln, 
beziehungsweise im Licht inkubiert. Anschließend wurden die jungen Kleistothezien ausgezählt. Die 
Fehlerbalken entsprechen der jeweiligen Standardabweichung. 
 
Während im Wildtypstamm SRJ7 die Anzahl der Konidiosporen durch die Belichtung 
um über 66% erhöht war, zeigte der vipA-Deletionsstamm SRJ4 nach Belichtung das 
gleiche Sporulationsverhalten, wie der Wildtyp nach Dunkelinkubation (Abb. 26). Im 
Dunkeln hingegen wurden in SRJ4 30% mehr Konidiosporen gebildet als im Wildtyp-
stamm SRJ7. Im Komplementationsstamm SRJ22 führte Belichtung, ähnlich wie im 
Wildtypstamm, zu um 61% erhöhter Konidienbildung im Vergleich zum Wildtypstamm 
nach Dunkelinkubation.  
Auch die sexuelle Entwicklung war durch Licht beeinflusst (Abb. 26). Der Wild-
typstamm SRJ7 bildete unter Beleuchtung mit Weißlicht 27% weniger Kleistothezien 
als im Dunkeln. Der Deletionsstamm zeigte nach Beleuchtung keine Veränderung in 
der Kleistothezienanzahl. Der Stamm SRJ22 bildete nach Belichtung 25% weniger 
Kleistothezien. 
Beide Effekte sind in Abb. 27 zu sehen. Dargestellt sind hier Aufnahmen der 
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zu einem Anstieg der Konidiosporendichte im Wildtypstamm und im Komplementa-
tionsstamm, was sich unter anderem durch eine starke Grünfärbung auszeichnet. 
Zugehörige Dunkelinkubationen zeigten bei niedrigerer Konidiendichte eine erhöhte 
Anzahl an von Hüllezellen umgebenen jungen Kleistothezien, welche als gelbe  
Kugeln zu erkennen waren. Im Gegensatz dazu führte die vipA-Deletion im Stamm 
SRJ4 nach Dunkelinkubation zur Produktion ähnlich vieler Kleistothezien, wie nach 
Belichtung. Belichtung führte hier außerdem zu geringerer Konidiosporendichte. 
 
Abb. 27 Einfluss der vipA-Deletion auf die lichtabhängige Entwicklung in A. nidulans. Frische 
Sporen der Stämme SRJ7 (wt), SRJ4 (∆vipA) und SRJ22 (Rek) wurden in Suspension gebracht und 
gleichmäßig auf Minimalmedium mit 2% Glukose ausgebracht. Es folgte 24 h Inkubation im Dunkeln 
und weitere 48 h im Dunkeln (oben) oder unter Weißlicht (unten). Grüne Strukturen sind die asexuel-
len Konidiosporen, schwarze Kügelchen mit gelber Hülle sind die sexuellen Primordien/Kleistothezien 
mit Hüllezellen. 
 
Doch nicht nur die Entwicklung wird durch VipA beeinflusst, sondern auch die  
Bildung von Sekundärstoffen. Im Speziellen wurde hier die Bildung des Aflatoxinvor-
läufers Sterigmatocystin untersucht. Dieses ist toxisch und krebserregend. Der quan-
titative Sterigmatocystinnachweis erfolgte mittels Dünnschichtchromatographie. Hier 
überführt Aluminiumchlorid das Sterigmatocystin in ein fluoreszierendes Produkt, 
welches sein Anregungsspektrum im UV Bereich hat. Kleine Petrischalen mit exakt 
15 ml festem Minimalmedium mit 2% Glukose wurden mit je 105 Sporen der 
jeweiligen Stämme mittels Glasperlen gleichmäßig beimpft und anschließend 24 h im 
Dunkeln, dann entweder 48 h unter Weißlicht oder weiterhin im Dunkeln bei 37°C 











   





inkubiert. Nun wurden Gelblöckchen ausgestanzt und in Chloroform ausgeschüttelt, 
abgedampft und das isolierte Sterigmatocystin in Acetoniril gelöst. Als 
Laufmittelgemisch wurde Toluol:Ethylacetat:Essigsäure (8:1:1) verwendet. Nach 
Besprühen mit einer gesättigten AlCl3 Lösung konnte die Dünnschichtplatte nach 10 
minütigem Backen unter UV-Bestrahlung fotografiert werden. Zur besseren 
graphischen Darstellung wurden die Bandenintensitäten mittels ImageJ ausgewertet 
(Abb. 28). Nach reiner Dunkelinkubation zeigte sich nur ein geringer Unterschied 
zwischen den getesteten Stämmen. Weißbelichtung führte hingegen zu einer 
Erhöhung der Sterigmatocystinproduktion in Wildtyp und im Komplementations-
stamm um 81%, beziehungsweise um 88%. In der vipA-Deletionsmutante zeigte sich 
eine Erhöhung der Sterigmatocystinproduktion um 40%. Somit ist diese jedoch 
trotzdem wesentlich geringer als in beiden anderen mit Weißlicht behandelten 
Proben.  
 
     
Abb. 28 Einfluss der vipA-Deletion auf die Bildung von Sekundärmetaboliten. A Analyse der 
Sterigmatocystinbiosynthese mittels Dünnschichtchromatographie in den Stämmen SRJ7, SRJ4 und 
SRJ22. Die Bandenintensitäten wurden mit ImageJ ermittelt und sind unten dargestellt. B Untersu-
chung der Penicillinbiosynthese in SRJ7, SRJ4 und SRJ22 mittels des Hemmhoftests mit dem  
Indikatororganismus Geobacillus. Die Konzentrationen wurden anhand einer Eichkurve ermittelt. Die 
jeweilige Produktion im Wildtypstamm nach Dunkelinkubation wurde auf 100% gesetzt. Fehlerbalken 
stellen die jeweilige Standardabweichung dar. 
 
Zu den Sekundärmetaboliten gehören nicht nur für uns giftige Substanzen wie 
Sterigmatocystin, sondern auch nützliche Stoffe, wie beispielsweise das von A. 









































































   






Sterigmatocystinbildung, ist auch die Penicillinbiosynthese durch Licht und VeA 
beeinflusst. Daher wurde im Folgenden der Einfluss von VipA auf die 
Penicillinbiosynthese untersucht. Die Durchführung erfolgte mittels eines 
Hemmhoftests. Dafür wurden Flüssigkulturen der Stämme SRJ4, SRJ22 und SRJ7 in 
100 ml Glaskolben mit je 75 ml Corn Steep Medium, beimpft mit jeweils 106 Sporen, 
angesetzt. Diese wurden bei 26°C für 24 h im Dunkeln, dann weitere 24 h im 
Dunkeln beziehungsweise unter Weißbeleuchtung schüttelnd inkubiert. Nun wurde 
das Myzel abfiltriert und davon das Trockengewicht bestimmt. Das Medium wurde 
zentrifugiert und der Überstand für den Hemmhoftest eingesetzt. Als 
Indikatororganismus wurde hier Geobacillus verwendet. Die Unterschiede im 
Hemmhofdurchmesser konnten mittels einer Penicillin Eichkurve umgerechnet 
werden. Als Negativkontrolle wurden die jeweiligen Überstände mit Penicillinase 
behandelt. In Abb. 28 ist die Penicillinkonzentration pro Trockengewicht, normalisiert 
zu der Produktion im Wildtypstamm nach Dunkelinkubation in Prozent dargestellt. 
Der Wildtypstamm SRJ22 produzierte unter Weißlicht 45% mehr Penicillin als im 
Dunkeln. Die vipA-Deletionsmutante SRJ4 zeigte durch die Belichtung eine um 13% 
verringerte und im Dunkeln eine 13% erhöhte Penicillinsynthese im Vergleich zur 
Produktion im Wildtyp nach Dunkelinkubation. Der Stamm SRJ7 zeigte eine ähnliche 
Produktion wie der Wildtyp. Im Dunkeln wurden 103% und nach Belichtung 144% 
Penicillin produziert, bezogen auf die Produktion im Wildtypstamm im Dunkeln. 
 
2.2.4 VipA ist lichtreguliert und beeinflusst die Expression lichtinduzierter Gene 
Nun stellte sich die Frage nach dem Wirkmechanismus von VipA. Um bessere 
Einsichten zu bekommen, wurde mittels quantitativer Realtime PCR untersucht, ob 
vipA konstitutiv exprimiert ist, oder zu bestimmten Entwicklungsstadien eine 
differenzielle Expression zeigt. Hierzu wurde der Wildtypstamm TN02A3 über Nacht 
in Flüssigkultur schüttelnd inkubiert. Dann wurde das Myzel in 5 gleiche Portionen 
aufgeteilt und auf Petrischalen mit Minimalmedium mit 2% Glukose und den 
benötigten Markern auf einem Cellophanfilm für 6 h, 8 h, 12 h und 24 h inkubiert. Aus 
diesen Proben wurde jeweils RNA isoliert und für eine quantitative Realtime PCR 
eingesetzt. Des Weiteren wurde analysiert, ob sich die Expression von vipA durch 
Belichtung verändert. Sporen des Wildtyps FGSCA4 wurden hierfür auf der 





für 30 min oder 60 min mit Weißlicht bestrahlt. Nach der RNA Isolation, wurde jeweils 
die relative Expression, normalisiert zu einem Haushaltsgen (benA beziehungsweise 
H2B), errechnet. Für das Belichtungsexperiment wurde zusätzlich zum Dunkelwert 
normalisiert.  
 
           
Abb. 29 Bestimmung der Transkriptmenge von vipA in Abhängigkeit von Belichtung oder des 
Entwicklungsstadiums. A Relative vipA Expression normalisiert zum Haushaltsgen benA und der 
Dunkelexpression nach 30 min und 60 min Weißbeleuchtung. B Relative Expression von vipA  
normalisiert zum Haushaltsgen H2B über die verschiedenen Entwicklungsstadien der asexuellen  
Entwicklung. t0 = vegetatives Wachstum, t6 = Vesikelbildung, t8 = Entwicklung von Metulae und  
Phialiden, t12 = Bildung von Konidiosporen, t24 = Komplettierung des Zyklus der asexuellen  
Entwicklung. Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
 
In der Expression von vipA im Wildtypstamm FGSCA4 führte 30 min Beleuchtung zu 
einer 2,5 fachen Expressionserhöhung, nach 60 min Beleuchtung stieg die  
Expression auf das 4 fache an im Vergleich zur Expression nach Dunkelinkubation, 
vipA ist demnach lichtreguliert (Abb. 29).  
Die Transkriptmenge veränderte sich dagegen nur in sehr geringem Maße 
über die verschiedenen asexuellen Entwicklungsstadien (t=0 – t=24). Dieses Experi-
ment wurde im Wildtypstamm TN02A3 durchgeführt. Besagter Stamm trägt allerdings 
die veA1 Mutation. Sollte also VeA an einer entwicklungsabhängigen Regulation von 
vipA beteiligt sein, könnte das dieses Ergebnis beeinflusst haben. Dies sollte beach-
tet werden. Demnach ist vipA im Laufe der Entwicklung konstitutiv exprimiert. 
Um herauszufinden, welche Proteine an der lichtabhängigen Regulation von 
vipA beteiligt sind, wurde die Expression im Dunkeln und nach 30 minütiger Weißbe-
leuchtung in einem fphA-Deletionsstamm (SJP1), einem veA-Deletionsstamm 
(DVAR1) und einer lreA-Deletionsmutante (LA/V+) analysiert (Abb. 30). Der lreA-














































SKV103 (Daten nicht gezeigt). Im fphA-Deletionsstamm blieb eine lichtabhängige 
Erhöhung der vipA-Expression aus. Im Wildtyptamm SKV103 hatte Weißbelichtung 
eine 2,5 fache Transkriptionserhöhung im Vergleich zur Dunkelinkubation zur Folge. 
Im Stamm DVAR1 war die vipA-Expression nach Belichtung vergleichbar mit der  
Expression im Wildtypstamm SKV103 nach Dunkelinkubation. Die Dunkelexpression 
in DVAR1 zeigte eine 1,6 fache negative Regulation. 
Im Gegenzug wurde ebenfalls untersucht, ob die Expression von fphA oder 
veA selbst lichtabhängig ist, und, ob die Deletion von vipA hierauf einen Einfluss hat. 
Dafür wurde die relative Expression, normalisiert zum Haushaltsgen H2B, bestimmt. 
Beide Gene waren allerdings konstitutiv exprimiert und VipA selbst schien hier keinen 
Einfluss auf die Expression zu haben (Abb. 30).  
 
 
         
Abb. 30 Abhängigkeit der vipA Expression von Velvet und Phytochrom, sowie der fphA und der 
veA Expression von VipA. A Vergleich der vipA Expression in einem Wildtyp-, einem fphA- und  
einem veA-Deletionsstamm (SKV103, SJP1, DVAR1), nach Inkubation unter Weißlicht oder im  
Dunkeln, normalisiert zur Expression im Wildtypstamm nach Dunkelinkubation. B Analyse der fphA 
und der veA Expression in einem vipA-Deletionsstamm und einem Wildtypstamm (SRJ3, SKV103) 
nach Inkubation unter Weißlicht oder im Dunkeln. Dargestellt ist jeweils die relative Expression  
normalisiert zum Referenzgen H2B. In beiden Versuchen wurden jeweilige Sporensuspensionen in 
flüssigem Minimalmedium bei 37°C über Nacht im Dunkeln inkubiert. Anschließend wurde ein Teil der 
Proben für 30 min mit Weißlicht behandelt. Fehlerbalken stellen die Standardabweichung dar. 
 
Weiter wurde untersucht, ob durch die Deletion von vipA die Expression von ccgA 
beeinflusst wird. ccgA dient in unserer Arbeitsgruppe als Reportergen in der Licht-
wahrnehmung. Es gehört zu den am stärksten hochregulierten Genen nach Belich-
tung (Ruger-Herreros et al., 2011). Anhand der Expression in verschiedenen Mutan-
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beteiligten Proteine zu entschlüsseln und ebenso neue Faktoren zu finden. Die Dele-
tion von ccgA zeigte, neben einer leichten Sensitivität gegen Hitze- und oxidativen 
Stress, keinen ausgeprägten Phänotyp (Hedtke, 2012). Neben ccgA besitzt A. nidu-
lans ein homologes Gen hierzu, ccgB. Es wird vermutet, dass ccgB die Funktion von 




Abb. 31 Relative Expression von ccgA in einem Wildtypstamm, einem vipA-Deletionsstamm 
und einer fphA-Deletionsmutante in Licht und Dunkel. Sporen der Stämme SKV103, SRJ3 und 
SJP1 wurden über Nacht auf flüssigem Minimalmedium mit passenden Markern bei 37°C inkubiert. 
Anschließend wurde ein Teil der Proben mit Weißlicht behandelt. Nach folgender RNA Isolation wurde 
mittels quantitativer Realtime PCR die relative Expression zum Referenzgen H2B bestimmt. Fehler-
balken repräsentieren die Standardabweichung. 
 
Die vipA-Deletionsmutante zeigte nach Dunkelinkubation, verglichen mit dem Wild-
typstamm, eine zweifach erhöhte ccgA Expression. Belichtung führte im Wildtyp-
stamm zu einer 114 fachen Expressionserhöhung, wogegen die vipA-
Deletionsmutante eine nur 48 fache Erhöhung der ccgA Expression nach Belichtung 
im Vergleich zur Dunkelexpression von ccgA zeigte. Verglichen mit der Expression 
im Wildtypstamm nach Dunkelinkubation, zeigte sich im vipA-Deletionsstamm nach 
Belichtung immer noch eine nur 85 fache Erhöhung der ccgA Transkriptmenge. Die 
Deletion von fphA führte im Vergleich zur Expression im Wildtypstamm nach Dunkel-
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2.2.5 VipA reguliert die Hämbiosynthese 
VipA hatte in den bisherigen Ergebnissen Einfluss auf lichtgesteuerte Prozesse in A. 
nidulans, Prozesse, die unter anderem auch durch den Lichtsensor Phytochrom ver-
mittelt werden. Dennoch zeigte sich beispielsweise in der ccgA Expression nicht der 
Phänotyp, den eine Phytochromdeletion zur Folge hatte.  
Aus Pflanzen, wie A. thaliana ist bekannt, dass Proteine, die eine FAR1-Domäne be-
inhalten, in der Lage sind, an ein spezielles Promotor Bindemotiv zu binden und dort 
als Tranksriptionsfaktor zu wirken. Dies geschieht beispielsweise am Promotor des 
Gens HEMB1, welches für eine 5-Aminolävulinsäure Dehydratase codiert, einem  
Enzym aus dem Hämsyntheseweg. Auf diese Weise nehmen Proteine mit FAR1-
Domäne in Arabidopsis Einfluss auf die Chlorophyllentstehung. Das FAR1-Domäne 
Protein FHY3 ist ein Transkriptionsaktivator von HEMB1, eine Mutation in FHY3 wirkt 
sich also negativ auf die Chlorophyllentstehung aus (Tang et al., 2012). 
In A. nidulans konnte via NCBI BLASTp-Suche nach einem potenziellen  
Homolog zu HEMB1 ein bisher nicht charakterisiertes Protein gefunden werden. Das 
Gen AN1403 scheint ebenfalls für eine 5-Aminolävulinsäure-Dehydratase zu codie-
ren. Computeranalysen des entsprechenden Promotors ergaben weiter, dass auch 
ein potenzielles Bindemotiv zu finden ist. Dieses differiert nur in einem Nucleotid zum 
ursprünglichen Motiv aus A. thaliana. Während sich das A. thaliana Bindemotiv 385 
bp Upstream des Startcodons von HEMB1 befindet und aus der Sequenz 
CACGCGC besteht, liegt das Pendant aus A. nidulans mit der Sequenz CACACGC 
700 bp Upstream des AN1403 ORF. 
 
Abb. 32 Schematische Darstellung der Gene HEMB1 und AN1403. Oben: A. thaliana HEMB1. 
Schema des Promotors mit dem FAR1-Bindemotiv (gelb) und dem ORF. Unten: A. nidulans AN1403. 
Potenzielles FAR1-Bindemotiv (gelb) im Promoter und folgend der ORF schematisch dargestellt. Rote 
Kreise markieren den Unterschied in der Motivsequenz. Pfeile unten deuten die gewählten ChIP  
Primerpaare (PP) an. PP2 (hellblau) deckt das Bindemotiv ab, PP1 (dunkelblau) bindet nach dem 
Bindemotiv kurz vor dem ORF.          













Um zu überprüfen, ob AN1403 durch Licht und in Abhängigkeit von VipA differenziell 
reguliert wird, wurde mittels quantitativer Realtime PCR die Expression von AN1403 
im Wildtypstamm SRJ7 im Vergleich zur Expression in der vipA-Deletionsmutante 
SRJ4 bestimmt (Abb. 33). Hier zeigte sich im Wildtypstamm nach Belichtung eine  
1,5 fache Expressionserhöhung von AN1403 verglichen mit der Expression der  
zugehörigen Dunkelproben. Die vipA-Deletion führte zum Ausbleiben einer  
belichtungsabhängigen Expressionserhöhung. VipA hatte hier also Einfluss auf die 
lichtregulierte Expression von AN1403. Nun stellte sich die Frage, ob VipA direkt an 
der Transkriptionsregulation beteiligt ist, also selbst direkt oder indirekt an den  
Promotor von AN1403 bindet. Im Folgenden wurde mittels Chromatin Immuno-
präzipitation (ChIP) untersucht, ob, und in welchem Bereich VipA an den Promotor 
von AN1403 binden kann. Hierfür wurde der Stamm SRJ9 verwendet, dieser enthält 
eine HA (Hämagglutinin) markierte Version von VipA. Diese Markierung wurde zur 
Präzipitation mittels Anti-HA-Agarosebeads verwendet. Sporen von SRJ9 wurden auf 
festem Minimalmedium mit 2% Glukose und passenden Markern für zwei Tage bei 
37°C im Dunkeln inkubiert, bis ein dichter „Rasen“ gewachsen war. Anschließen 
wurde ein Teil der Proben für 15 Minuten bei 37°C mit Weißlicht bestrahlt, der Rest 
der Proben blieb im Dunkeln. Dann wurden die Sporen mit einer 0,2%igen Tween20 
Lösung in Suspension gebracht, und mit Formaldehyd versetzt, um die Protein-DNA 
Bindungen zu fixieren. Nach Zugabe von Glyzin und mehrfachem Waschen wurden 
die Sporen mittels Ultraschall aufgebrochen und dabei gleichzeitig die DNA in etwa 
300bp große Fragmente geschert. Ein Teil der jeweiligen Proben wurde als Input 
Kontrolle aufbewahrt, die übrige Probe wurde mit HA-Agarose versetzt und somit das 
HA markierte VipA und die daran gebundenen Proteine und DNA Fragment  
gebunden und anschließend präzipitiert. Nach Lösung der Bindung und Verdau der  
Proteine wurde die DNA isoliert und anschließend als Matrize in einer quantitativen 
Realtime PCR eingesetzt.  
Das Verhältnis von präzipitierter DNA zu Input gibt Aufschluss, ob ein  
bestimmtes Fragment häufig gebunden wurde und somit VipA entweder direkt oder 
indirekt an ein bestimmtes Promotorfragment bindet. Als Negativkontrolle wurden in 
der PCR Primer gegen ein Promotorfragment von Aktin (actA) verwendet. In Abb. 33 
rechts ist das Ergebnis der ChIP-Untersuchung dargestellt. Im Dunkeln gab es  
gegenüber der Negativkontrolle Aktin keine Anreicherung an gebundener DNA im 





direkt vor dem ORF, noch der Bereich der das FAR1-Bindemotiv abdeckt (PP2)  
waren gegenüber der Negativkontrolle im Präzipitat angereichert. Nach Belichtung 
zeigte sich allerdings im Vergleich zur Aktin Kontrolle eine deutliche Anreicherung an 
DNA für PP2, also des Promotorfragmentes, das die FAR1 Bindestelle beinhaltet. 
Dahingegen war das Fragment direkt vor dem AN1403 ORF (PP1) nicht  
angereichert. VipA bindet also im Bereich des Bindemotives direkt oder indirekt den 
Promotor von AN1403.  
 
       
Abb. 33 Einfluss von VipA auf die Expression von AN1403 und Untersuchung der Promotor-
bindung. A Relative AN1403 Expression im Wildtypstamm SRJ7 und der vipA-Deletionsmutante 
SRJ4 im Dunkeln und nach 30 min Belichtung. B Chromatin Immunopräzipitation mit dem Stamm 
SRJ9 (VipA-HA) und quantitative Bestimmung des Verhältnisses von präzipitierter DNA zu Input mit-
tels Realtime PCR. Sporen von SRJ9 wurden gleichmäßig ausplattiert und 2 Tage im Dunkeln auf 
festem Minimalmedium mit passenden Markern wachsen gelassen. Ein Teil der Proben wurde dann 
für 15 Minuten mit Weißlicht beleuchtet, der Rest wurde im Dunkeln gehalten. Anschließend wurden 
die Sporen mit 0,2% Tween20 in Suspension gebracht und direkt mit Formaldehyd fixiert. Nach  
Zugabe von Glyzin und einem Waschschritt wurden die Sporen mittels Ultraschall aufgebrochen und 
gleichzeitig die DNA geschert. Präzipitiert wurde mit Anti-HA-Agarosebeads gegen das HA markierte 
VipA. Nach folgendem Proteinverdau und Isolieren der DNA wurde das DNA/Input Verhältnis  
bestimmt. Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
 
Nun war zu zeigen, dass die durch VipA hervorgerufene Veränderung in der Expres-
sion von AN1403 auch für eine Veränderung auf Proteinebene verantwortlich ist. Da 
AN1403 eine putative 5-Aminolävulinsäure-Dehydratase ist, ein essenzielles Enzym 
der Hämsynthese, wurden nun zwei weitere Experimente durchgeführt. Zum einen 
sollte der Hämgehalt eines A. nidulans Gesamtzellextraktes gemessen werden, um 
herauszufinden, ob durch eine vipA-Deletion die Hämsynthese beeinflusst ist und 
man die Auswirkungen proteinbiochemisch messen kann. Des Weiteren sollte auch 
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Dehydratase – PGB (Porphobilinogen) – durch die Deletion von vipA in geringerem 
Maße produziert wird.  
Zur Bestimmung des Hämgehaltes wurden Gesamtzellextrakte der Stämme 
SRJ4 (vipA-Deletion) und SRJ7 (Wildtyp) aus Flüssigkulturen angefertigt, die je für 
24 h im Dunkeln und anschließend teils für weitere 24 h im Dunkeln, teils unter 
Weißbelichtung schüttelnd inkubiert wurden. Der Proteingehalt der jeweiligen  
Extrakte wurde mittels RotiQuant (Roth, Karlsruhe) bestimmt und anschließend auf je 
1,5 mg/ml Gesamtprotein eingestellt. Nun wurde die Menge an Häm pro Protein in 
der Probe nach Berry und Trumpower bestimmt (Berry & Trumpower, 1987). Häm-
gruppen enthaltende Proteine zeigen je nach Redoxzustand ein unterschiedliches 
Absorptionsspektrum. 
 
Abb. 34 Absorptionsspektren eingesetzter Proteinextrakte zur Bestimmung der Häm-
konzentration. Gesamtproteinextrakte der Stämme SRJ4 (∆vipA) und SRJ7 (wt), jeweils nach  
Inkubation unter Weißlicht oder im Dunkeln, wurden mit K3Fe(CN)6 versetzt, um Hämproteine in einen 
vollständig oxidierten Zustand zu überführen. Nach erster Absorptionsmessung wurde Na-Dithionit zur 
Probe gegeben, um alle Hämproteine vollständig zu reduzieren. Nach erneuter Messung der  
jeweiligen Spektren, konnte die Differenz im Absorptionsbereich der C-Typ-Cytochrome (550 nm) 
bestimmt werden, normalisiert zum Absorptionsunterschied bei 535 nm. 
 
Es wurde daher die Absorption der Proteinextrakte zwischen 300 nm und 700 nm 
gemessen, einmal im oxidierten Zustand der Proben nach Zugabe von Pyridin, 
NaOH und K3Fe(CN)6 Lösung, dann, nach Zugabe von Na-Dithionit in komplett  
reduziertem Zustand. Nun konnte mittels der Differenz beider Spektren auf den 
Hämgehalt der Probe rückgeschlossen werden. Im Speziellen auf den Hämgehalt der 
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C-Typ Cytochrome, welche im reduzierten, nicht jedoch im oxidierten Zustand einen 
Peak bei 552 nm aufweisen. Voraussetzung ist, dass eine niedrigere Hämproduktion 
im Allgemeinen, sich auch in geringerem Hämgehalt der messbaren C-Typ  
Cytochrome niederschlägt. In Abb. 34 sind die Graphen der Absorption dargestellt.  
Die Berechnung des Hämgehaltes erfolgte nach folgender Formel:  
Ages = [A550red – A550ox] – [A535red-A535ox]. Mittels der so bestimmten Gesamtabsorption 
und des Lambert Beerschen Gesetzes, dem Extinktionskoeffizienten für C-Typ  
gebundene Häme (ε = 24 mM-1) und des bekannten Proteingehalts der Proben, 
konnte nun errechnet werden, wie viel nmol Häm pro Protein in jeder Probe gebildet 
wurden. Auf diese Weise ergab sich im Wildtypstamm nach Dunkelinkubation ein 
Hämgehalt für Cytochrom C gebundene Häme von 28,5 nmol/mg Gesamtprotein. 
Nach Weißbeleuchtung gab es hier im Hämgehalt eine Erhöhung auf 30,6 nmol/mg 
Protein. Die Mutante hingegen zeigte generell einen geringeren Hämgehalt. Im  
Dunkeln konnten hier 24,0 nmol/mg Gesamtprotein gemessen werden und  
schließlich nach Beleuchtung lediglich 18,9 nmol/mg Protein. VipA wirkt offenbar  
direkt auf die Hämbildung. 
 
 
Abb. 35 PBG Produktion im Wildtypstamm SRJ7 und in der vipA-Deletionsmutante SRJ4 nach 
Inkubation im Licht oder im Dunkeln. Sporen der Stämme SRJ7 und SRJ4 wurden für 12 h im  
Dunkeln schüttelnd, bei 30°C in Minialmedium mit den passenden Markern inkubiert. Anschließend 
wurden Proben für 24 h bei 37°C schüttelnd belichtet, oder im Dunkeln inkubiert. Nach Herstellung 
eines Gesamtproteinextraktes, und Einstellen der Proteinkonzentration mittels Roti Quant auf 2 mg 
Protein pro ml, wurden je 300 µl Proteinextrakt mit 200 µg 5-Aminolävulinsäure versetzt und in  
geeigneten Pufferbedingungen für 2,5 h bei 37°C inkubiert. Dann wurde mittels des ClinRep  
Komplettkits zur PBG Bestimmung (Recipe, Freiburg) die jeweilige PBG Konzentration ermittelt.  
Dargestellt ist der PBG Gehalt pro Probe in % normalisiert zur Produktion im Wildtypstamm nach 
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Nun wurde das direkte Produkt der 5-Aminolävulinsäure – Porphobilinogen (PBG) – 
bestimmt. Dies geschah mittels des ClinRep Komplettkits zur PBG Bestimmung aus 
menschlichem Urin (Recipe, Freiburg). Hier wurde PBG mittels Anionenaustauscher-
säulchen aus dem jeweiligen Gesamtproteinextrakt angereichert und eluiert. Der 
Nachweis erfolgte nach Behandlung mit Ehrlichs Reagenz photometrisch bei 553 nm. 
Die jeweilige Konzentration konnte anhand einer Eichgeraden, erstellt aus unter-
schiedlichen Verdünnungen der Positivkontrolle, ermittelt werden. Dargestellt wurde 
die jeweilige PBG Produktion in Prozent, normalisiert zur PBG Produktion im Wild-
typstamm nach Dunkelinkubation (Abb. 35). Im Wildtypstamm SRJ7 führte Weißbe-
lichtung zu erhöhter Produktion oder Aktivität des Enzyms 5-Aminolävulinsäure-
Dehydratase. Darauf konnte anhand der Zugabe des Substrates 5-Amino-
lävulinsäure und Messung des Produktes PBG rückgeschlossen werden. Im Stamm 
SRJ7  führte Belichtung zu einer um 60% erhöhten PBG Konzentration. Im vipA-
Deletionsstamm SRJ4 hingegen wurde im Dunkeln 23% weniger PBG als im Wild-
typstamm nach Dunkelinkubation gebildet. Nach Belichtung war die PBG Produktion 
mit 93% vergleichbar hoch, wie im Wildtypstamm nach Dunkelinkubation. 
 
2.2.6 VipA interagiert mit den Lichtsensoren 
Um festzustellen, ob VipA neben Velvet auch mit anderen Proteinen der Lichtwahr-
nehmung interagiert, wurden weitere Split YFP Experimente durchgeführt. Wie  
vorher beschrieben werden im Split YFP oder auch BIFC (Bimolekulare Fluoreszenz 
Complementation) Assay je zwei Proteine, einmal mit der N-terminalen, und einmal 
mit der C-terminalen Hälfte des Fluorophors YFP gekoppelt. Interagieren beide  
Proteine, so befinden sich N- und C-Termini von YFP unmittelbar beieinander. Der 
Fluorophor kann nun angeregt werden, und es kann somit ein Fluoreszenzsignal  
detektiert werden. Im Folgenden wurden drei Split-YFP Stämme erstellt. Alle tragen 
den vipA ORF unter dem induzierbaren alcA Promotor gekoppelt an den YFP-N-
Terminus. Zusätzlich wurde, je nach Stamm, der ORF von lreA, lreB oder fphA, 
ebenfalls unter dem induzierbaren alcA Promotor, jedoch diesmal mit dem  
C-Terminus von YFP gekoppelt, in den A. nidulans Wildtypstamm SKV103 ektopisch 
integriert. Sporen der jeweiligen Stämme wurden über Nacht in flüssigem Minimal-
medium mit 2% Glyzerin und 0,2%Glukose bei 28°C inkubiert, am nächsten Tag mit 





Interaktionen waren positiv (Abb. 36). VipA interagierte mit LreA und auch mit LreB in 
den Zellkernen, wobei hier nicht auszuschließen war, dass auch im Cytoplasma ein 
leichtes Signal detektierbar war. FphA und VipA interagierten ebenfalls, wobei hier 
die Interaktion im Cytoplasma stattfand. Die Zellkerne, sichtbar gemacht durch DAPI-
Färbung, waren ausgespart. 
 
Abb. 36 Bimolekulare Fluoreszenzkomplementation (BIFC) zum Nachweis der Interaktion von 
VipA mit LreA, LreB und FphA. Die Stämme SRJ14, SRJ15 und SRJ16 beinhalten ektopisch  
integriert den vipA ORF gekoppelt mit dem YFP-N-Terminus. Außerdem trägt jeder der Stämme  
entweder den lreA, lreB oder fphA ORF, jeweils gekoppelt mit dem YFP-C-Terminus, ebenfalls ekto-
pisch integriert. Alle Konstrukte stehen unter der regulatorischen Kontrolle des induzierbaren alcA 
Promotors. Mikroskopieproben wurden über Nacht bei 28°C in flüssigem Minimalmedium mit 2%  
Glyzerin, 0,2% Glukose, sowie den passenden Markern auf Deckgläschen inkubiert. Anschließend 
wurden die Proben mit DAPI gefärbt und fluoreszenzmikroskopisch untersucht. Weiße Balken  
entsprechen einem Größenstandard von 5 µm. 
 
Um die mittels des BIFC Assays gezeigten Proteininteraktionen zu verifizieren,  
wurden Co-Immunopräzipitationsversuche (CoIP) durchgeführt. Hierfür wurden 
Stämme erstellt, in denen GFP gekoppeltes vipA und HA (Hämagglutinin) fusionier-
tes fphA, lreA oder aber lreB unter dem alcA Promotor exprimiert wurden. Zusätzlich 













übrigen Proteine entsprechend mit GFP. In Abb. 37 sind CoIP Experimente der 
Stämme SRJ11, SRJ12 und SRJ32 dargestellt. Die jeweiligen Stämme wurden 24 h 
bei 37°C in flüssigem Minimalmedium mit passenden Markern, 2%Threonin und 
0,2% Glukose schüttelnd inkubiert. Anschließend wurde das Myzel abfiltriert, in flüs-
sigem Stickstoff gemörsert und hieraus ein Gesamtproteinextrakt erstellt. Ein Teil 
hiervon wurde als Input Kontrolle aufbewahrt, der Rest wurde für die Immuno-
präzipitation (IP) eingesetzt. Hierfür wurde das Extrakt mit Anti-HA-Agarosebeads 
inkubiert, danach präzipitiert und schließlich, nach einem Waschschritt, wurden die 
Proteine per SDS PAGE und Western Blot Analyse sichtbar gemacht (Abb. 37).  
Entwickelt wurde hierbei zuerst mit einem Anti-GFP Antikörper als Primärantikörper, 
später, nach dem sogenannten „Strippen“ der Membran, dann nochmals mit einem 
Anti-HA Primärantikörper.  
Die CoIP Analyse zur Interaktion zwischen VipA und LreA zeigte in der Input 
Linie jeweils eine deutliche Bande für GFP gekoppeltes VipA in der ersten und der 
dritten Spur, also in den Stämmen SRJ1 und SRJ12 (Abb. 37). Die HA Detektion der 
Input Kontrolle zeigte lediglich eine sehr schwache Bande im Stamm SSM45. In der 
zugehörigen IP hingegen war HA gekoppeltes LreA sowohl in SSM45, als auch in 
SRJ12 deutlich zu erkennen. Die Detektion mit einem GFP Antikörper machte hier 
eine Bande im CoIP Stamm SRJ12 sichtbar. 
Das CoIP Experiment zur Detektion einer möglichen Interaktion zwischen LreB 
und VipA zeigte im Input deutliche Banden für GFP gekoppeltes LreB in den  
Stämmen SSM46 und SRJ32. HA markierte Proteine waren im Input nicht detektier-
bar. In der IP waren nach GFP Detektion keine Banden zu sehen, während die HA 
Detektion hier eine Bindung von VipA HA an die Agarose Kügelchen sichtbar machte 
– hier sah man deutliche Banden in den Stämmen SRJ9 und SRJ32. LreB scheint, 
mit Blick auf die CoIP Untersuchungen, also nicht mit VipA zu interagieren. 
Die letzte getestete Interaktion zwischen FphA und VipA zeigte im Input nach 
Detektion mit einem GFP Antikörper eine deutliche Bande im Stamm SRJ1 und eine 
schwache Bande im CoIP Stamm SRJ11. Nicht detektierbar schien wiederum ein 
Signal nach Entwicklung mit einem HA Antikörper. Nach der Präzipitation hingegen 
war HA markiertes Phytochrom sowohl im Stamm SSM39, als auch im CoIP Stamm 
SRJ11 deutlich zu erkennen. Die GFP Detektion zeigte in der IP lediglich eine Bande 







Abb. 37 Co-Immunopräzipitationen zur Bestätigung der Interaktionen zwischen VipA und LreA, 
LreB beziehungsweise FphA. Verwendet wurden die Stämme mit den jeweils einzelnen Konstrukten 
SRJ1 (VipA GFP), SSM45 (LreA HA), SRJ9 (VipA HA), SSM46 (LreB GFP), SSM39 (FphA HA),  
außerdem jeweils zugehörige CoIP Stämme, die beide Konstrukte enthalten, wie SRJ12 (LreA HA + 
VipA GFP), SRJ32 (LreB GFP + VipA HA) und SRJ11 (FphA HA + VipA GFP). Sporen der jeweiligen 
Stämme wurden 24 h in flüssigem Minimalmedium mit 2% Threonin, 0,2% Glukose, sowie den  
entsprechenden Markern schüttelnd bei 37°C inkubiert. Anschließend wurde ein Gesamtproteinextrakt 
jedes Stammes erstellt. Von diesem wurde ein Teil als Input Kontrolle verwendet, die übrige Probe 
wurde für die Immunpräzipitation verwendet, also mit Anit-HA-Agarosebeads versetzt. Präzipitierte 
Proteine (IP) und Input wurden mittels SDS PAGE und Western Blot Analyse sichtbar gemacht.  
Entwickelt wurde jeweils mit Antikörpern gegen GFP und nach dem Strippen der Membran mit Anti-
körpern gegen HA. 
 
So konnte gezeigt werden, dass VipA mit FphA und VipA mit LreA sowohl im 
CoIP Experiment als auch im BIFC Assay interagierten, während LreB zwar im BIFC 
Assay ein Signal zeigte, jedoch die CoIP Untersuchung diese Interaktion nicht  
bestätigen konnte (Abb. 36, Abb. 37). 
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2.2.7 VipA ist hitzestabil und erfährt Proteinmodifikationen 
Während verschiedener Western Blot Analysen, unter anderem auch in den Co-
Immunopräzipitations Experimenten, fiel auf, dass VipA im SDS Gel eine  
Verschiebung der Bande um 15-20 kDa im Vergleich zur berechneten Molekülmasse 
zeigt. Zudem zeigte VipA in vielen Western Blot Analysen eine Doppelbande. Es 
wurde vermutet, dass der Grund für die Größenänderung eine posttranslationale  
Modifikation sein könnte. Daher wurde ein Phosphatase Assay mit HA gekoppeltem 
VipA durchgeführt, um festzustellen, ob nach der Dephosphorylierung eine  
Auswirkung auf die Molekülmasse von VipA detektierbar ist (Abb. 38). Verwendete 
Proben wurden gleich behandelt, mit Ausnahme der Zugabe der λ-Phosphatase 
(NEB, Frankfurt am Main). 50 µl eines Protein-Gesamtzellextraktes des Stammes 
SRJ9 wurden entsprechend der Angabe des Herstellers jeweils PMP Puffer und 
MgCl2 (NEB) zugegeben. Ein Teil der Proben wurde nun zusätzlich mit 400U  
λ-Phosphatase (NEB) versetzt. Nun wurde für 30 min bei 30°C inkubiert.  
Anschließend wurden jeweilige Proben für SDS PAGE und darauffolgende Western 
Blot Analyse verwendet. In der Phosphatase behandelten Probe war nach Detektion, 
im Vergleich zur Kontrolle, die obere der beiden VipA typischen Banden nur noch 
schwach sichtbar. Trotzdem zeigten nach Phosphatasebehandlung die typischen 
VipA Banden, im Vergleich zum Proteinmarker, weiterhin eine höhere Molekülmasse 
als berechnet. Dies lässt auf weitere posttranslationale Modifikationen schließen.  
 
 
Abb. 38 VipA Phosphatase Assay und Hitzestabilitätstest. A Nach Behandlung eines Protein-
Gesamtzellextraktes des Stammes SRJ9 (VipA HA) mit λ-Phosphatase (NEB) zeigt sich nach der 
Western Blot Analyse eine Abschwächung der oberen der beiden typischen VipA Banden im Vergleich 
zu einer Kontrolle. B Des Weiteren zeigte VipA starke Hitzestabilität im Vergleich zu VeA und LreA. 
Hierfür wurden Proteingesamtzellextrakte der Stämme SRJ9 (VipA HA), SSM51 (VeA HA) und SSM45 
(LreA HA) für 10 Minuten bei 100°C inkubiert (Kontrollen auf Eis respektive), anschließend wurde bei 
4°C für 30 min bei 13000 rpm zentrifugiert und der Überstand mittels SDS PAGE und Western Blot 





















Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass VipA extrem hitzestabil ist. Hierfür  
wurden je 50 µl eines Protein-Gesamtzellextraktes der Stämme SRJ9 (VipA HA), 
SSM51 (VeA HA) und SSM45 (LreA HA) für 10 min bei 100°C, die Kontrollen  
respektive auf Eis, inkubiert. Anschließend wurde für 30 min bei 13000 rpm und 4°C 
zentrifugiert und die jeweilige Überstände für SDS PAGE und folgender Western Blot 
Analyse eingesetzt. Hier zeigte sich, dass VipA hitzestabil ist, also auch nach der 
Behandlung im Blot detektierbar war. Die Kontrollansätze der Proteine VeA HA und 
LreA HA konnten nach Hitzebehandlung beide nicht mehr detektiert werden. 
 
2.3 Eine circadiane Uhr in A. nidulans 
2003 entdeckten Adam Greene et al. zum ersten Mal Hinweise auf eine circadiane 
Rhythmik in A. nidulans. Hier kommt es zu einer rhythmischen Expression der  
Glyzerinaldehyd-3-Phosphat-Dehydrogenase (gpdA) (Greene et al., 2003). Ein 
Nachweis zur zyklischen Expression über längere Dauer blieb allerdings bisher aus. 
Generell sind „innere Uhren“ sowohl in Prokaryoten, als auch in Eukaryoten bekannt. 
Bestuntersuchter Modellorganismus im Pilzreich ist N. crassa. Hier funktioniert das 
System als negative autoregulatorische Rückkopplungsschleife, mit dem Protein 
FRQ als negativem und den White Collar Proteinen als positivem Element (Aronson 
et al., 1994b; Hurley et al., 2015). In A. nidulans ist, anders als in N. crassa, kein  
offensichtlich rhythmischer Phänotyp, wie etwa des Sporulationsverhaltens, zu  
sehen. Des Weiteren konnte in A. nidulans bislang kein Homolog zu FRQ gefunden 
werden. Dies könnte bedeuten, dass hier eine circadiane Rhythmik durch ein  
anderes System gesteuert wird. In unserer Arbeitsgruppe wird mittels eines  
Luciferase-Reportergen Assays versucht, eine Rhythmik zu finden, die den drei 
Hauptdefinitionen einer circadianen Uhr entspricht. 1. Ein circadianer Rhythmus 
muss durch einen äußeren Reiz, wie Licht oder Temperatur, vorgegeben werden 
können (entrainability). 2. Der Rhythmus muss freilaufend, also auch unter  
konstanten Bedingungen, vorzufinden sein und etwa 24 h entsprechen. 3. Auch unter 
Änderung der Temperatur, sollte sich der Rhythmus nicht stark verändern  
(Bell-Pedersen et al., 2005). 
Verwendete Reportergenkonstrukte bestanden aus einer für A. fumigatus Co-
don optimierten Version der Glühwürmchen-Luciferase (Brock et al., 2008), gesteuert 





N. crassa (Rodriguez-Romero et al., 2010). Dort zählt es zu den rhythmisch  
exprimierten Genen, deren Expression unter der Kontrolle der circadianen Uhr steht. 
In A. nidulans gehört ccgA zu den durch Belichtung am stärksten hochregulierten 
Genen (Ruger-Herreros et al., 2011). Als Kontrolle wurde das Luciferase enthaltende 
Plasmid ohne Promotor transformiert. Beschriebene Konstrukte wurden homolog in 
den ArgininB Lokus des A. nidulans Wildtypstammes SJR6 eingebracht. 
5 x 103 Sporen der besagten Stämme wurden nun jeweils in eine 96-Well  
Platte vorgelegt, dann mit warmem festem Minimalmedium mit 2% Glukose, entspre-
chenden Markern und zugesetztem D-Luciferin überschichtet, und mit einer Gas-
permeablen durchsichtigen Folie verschlossen. Nun wurden die Lumineszenzsignale 
der jeweiligen Platten in einem Perkin Elmer Enspire Multimode Plate Reader für  
4 - 7 Tage alle 20 min ausgelesen. In den Zwischenzeiten wurde die Platte bei aus-
gefahrener Schublade unter verschiedenen Belichtungs- und/oder Temperatur-
bedingungen inkubiert. Die so erhaltenen Daten wurden mittels der Software CronoX 
3 (Till Rönneberg) bei einer Trend Correction von 24 ausgewertet. 
 
2.3.1 Licht und Temperatur aktivieren den ccgA Promotor und erhöhen  
somit das Lumineszenzsignal 
Ergebnisse erster Experimente durchgeführt von Julio Rodriguez-Romero (ehemals 
unsere Arbeitsgruppe) und Maria Olmedo (TU München) zeigten, dass die ccgA  
Expression, und somit das gemessene Lumineszenzsignal in Abhängigkeit zur Be-
lichtung gesteuert werden kann.  
In Abb. 39 sind drei Messläufe gezeigt, der Stamm SJR21 (ccgAp::lucA) wurde 
jeweils in Zyklen von 8 h Beleuchtung (Weißlicht, Blaulicht oder Rotlicht) und 16 h 
Dunkel für 4 - 7 Tage inkubiert. Alle Belichtungsqualitäten führten zu einem Anstieg 
in der ccgA Expression, also entsprechend zu einem Anstieg der Lumineszenz.  















Abb. 39 Lichtabhängige Regulation der Expression von ccgA und somit des Lumineszenz-
signals. Sporen des Stammes SJR21 wurden in einer 96-well Platte mit festem Minimalmedium mit  
passenden Markern und enthaltenem D-Luciferin für 4-7 Tage bei konstant 20°C inkubiert. Während-
dessen wurde alle 20 Minuten mittels eines Multimode Plate Readers die Lumineszenz gemessen. 
Belichtet wurde in Zyklen. Auf 8 h Belichtung mit A Weißlicht, B Blaulicht oder C Rotlicht folgten 16 h 
Dunkelheit. Ergebnisse von Julio-Rodriguez-Romero und Maria Olmedo. 
 
Da ccgA ein lichtreguliertes Gen ist, verwundert es allerdings nicht, dass in jeder  
Beleuchtungsphase die Expression, und somit das Lumineszenzsignal ansteigt.  
Daher sollte das Lumineszenzsignal durch regelmäßige Temperaturschleifen  
reguliert werden. Es wurde nun in Schleifen von je 12 h bei 28°C, dann 12 h bei 33°C 
inkubiert. Nach 72 h Inkubation nach diesem Muster folgten weitere 48 h bei einer 
konstanten Temperatur von 28°C. Abb. 40 zeigt den Lumineszenzverlauf für den 

































Die Lumineszenz und somit die Luciferase-Expression durch den ccgA-Promotor ist 
unter 33°C (weiß unterlegt) stets erhöht im Vergleich zu Inkubationsbereichen bei 
28°C (blau unterlegt). Bei konstanter Temperatur (Tag 4 und 5) ist ein sehr  
schwaches Lumineszenzsignal detektierbar. Ein frei laufendes zyklisches Signal ist 
hier kaum zu sehen. Trotzdem konnte gezeigt werden, dass rhythmisch wechselnde 




Abb. 40 Regulation der Luciferase-Expression unter der Kontrolle des ccgA Promotors durch 
Temperatur. Sporen des Stammes SJR21 wurden in 96-well Platten mit warmem festen Minimal-
medium, versetzt mit passenden Markern und D-Luciferin, überschichtet. Nach Abdecken der Platte 
mit einer Gas-permeablen durchsichtigen Deckfolie wurde die Platte drei Tage unter Temperatur-
zyklen und weitere 2 Tage bei konstanter Temperatur inkubiert. Währenddessen wurde das  
Lumineszenzsignal alle 20 Minuten in einem Perkin Elmer EnSpire Multimode Plate Reader aus-
gelesen. Die Einheit der gemessenen Lumineszenz sind Relative Lumineszenz Einheiten (rlu). Blau 
unterlegte Bereiche bedeuten Inkubation bei 28°C, weiß unterlegte Bereiche repräsentieren Inkubati-
on bei 33°C. 
 
2.3.2 Ein freilaufendes Lumineszenzsignals unter konstanten Bedingungen 
Um einen zyklischen „freien Lauf“ des Lumineszenzsignals unter konstanten  
Bedingungen zu detektieren, wurden die 96-well Platten, wie im vorherigen Kapitel 
beschrieben vorbereitet und 24 h im Dunkeln inkubiert, gefolgt von dauerhafter  
Inkubation unter konstanter Belichtung (Weißlicht, Blaulicht oder Rotlicht). Die  

































Abb. 41 Messung der Luciferase-Expression unter der Kontrolle des ccgA-Promotors bei  
konstanter Belichtung. Sporen des Stammes SJR21 (ccgAp::lucA) wurden in einer 96-well Platte mit 
festem Minimalmedium, mit passenden Markern und versetzt mit D-Luciferin, überschichtet. Die jewei-
ligen Platten wurden für 24 h im Dunkeln und anschließend für 4 - 6 Tage unter Weiß-, Blau-, oder 
Rotlicht inkubiert (A weiß, B blau, C rot). Dabei wurde die Lumineszenz in einem Multimode Plate-
reader alle 20 min ausgelesen. Die Temperatur war konstant bei 23°C. Die Daten wurden mit dem 
Programm CronoX3 ausgewertet (trend correction = 24). 
 
Bei allen verwendeten Lichtqualitäten war eine zyklische Expressionserhöhung, also 
ein „freies Laufen“ zu beobachten (Abb. 41). Unter Weißbelichtung zeigten die ersten 
beiden Peaks unter konstanter Beleuchtung eine Periode von etwa 26h. Dies war 
ähnlich unter konstanter Blaulicht-Bestrahlung. Auch hier zeigte sich zwischen den 
ersten beiden Peaks eine Periode von 26 h - 28 h. Konstante Rotbelichtung führt 































Nun wurde analysiert, ob eine dreifache Deletion der Lichtrezeptor-Gene lreA, lreB 
und fphA zu einer Veränderung der Expression des ccgAp::lucA Konstruktes und  
somit des zu detektierenden Fluoreszenzsignals unter Rot- oder Blaubelichtung führt. 
Dadurch sollte eine Beteiligung der jeweiligen Rezeptoren an der rhythmischen  




Abb. 42 Einfluss der Lichtrezeptoren LreA, LreB und FphA auf die rhythmische Luciferase-
Expression unter der Kontrolle des ccgA Promotors. Sporen einer Dreifach-Deletionsmutante der 
Lichtrezeptorgene lreA, lreB und fphA (Stamm SJR33, ccgAp::lucA) wurden in 96-well Platten mit  
festem Minimalmedium, mit passenden Markern und supplementiert mit D-Luciferin, überschichtet. 
Während der Inkubation bei konstant 23°C, 24 h im Dunkeln und im Anschluss A konstanter Blau-  
oder B konstanter Rotbelichtung, wurde das jeweilige Lumineszenzsignal detektiert. Die Daten wurden 
mit dem Programm CronoX3 ausgelesen (trend correction = 24). 
 
Unter Blaubelichtung zeichnete sich im lreA/lreB/fphA-Deletionsstamm SJR33 ein 
zyklisch erhöhtes Lumineszenzsignal ab (Abb. 42). Auch hier waren zwei Peaks 

































Weiter wurde untersucht, wie die für A. fumigatus Codon optimierte Luciferase lucA 
unter der Kontrolle des Promotors der Glyzerinaldehyd-3-Phosphat-Dehydrogenase 
(gpdA) unter konstanter Blau- oder Rotbeleuchtung nach 24 Stunden Dunkel-
inkubation exprimiert wird. Hierfür wurde der A. nidulans Stamm SRJ39 verwendet. 
Unter beiden getesteten Bedingungen war ein zyklisches Lumineszenzsignal detek-
tierbar (Abb. 43). Die Periode betrug unter blauem Licht etwa 22 h. Rotes Licht hatte 
eine Verkürzung der Periode auf etwa 17 h zur Folge. Als Negativkontrolle diente der 
Stamm SJR17. Dieser enthält das Luciferaseplasmid ohne vorangeschalteten  
Promotor. Besagter Stamm, inkubiert in D-Luciferin-haltigem Minimalmedium mit 
passenden Markern, für 24 h im Dunkeln und folgend unter Dauerbeleuchtung (Rot-
licht beziehungsweise Blaulicht), führte nach Auslesen des Lumineszenzsignals zu 




Abb. 43 Einfluss konstanter Rot- oder Blaubelichtung auf die Luciferase-Expression, kontrol-
liert durch den gpdA-Promotor und in einer Negativkontrolle. Sporen der jeweiligen Stämme  
wurden in 96-well Platten mit festem Minimalmedium, versetzt mit D-Luciferin und passenden  
Markern, überschichtet. Anschließend wurde während 24 h Dunkel- und folgender Blau- oder Rot-
lichtinkubation bei konstant 23°C das Lumineszenzsignal gemessen. A Sporen des Stammes SJR39 
(gpdAp::lucA) bei 24 h Dunkelinkubation gefolgt von fünftägiger Inkubation bei Blaulicht B bezie-
hungsweise gefolgt von viertägiger Inkubation bei Rotlicht. C Sporen des Kontrollstamms SJR17 (lucA 
ohne Promotor) bei 24 h Dunkelinkubation gefolgt von fünftägiger Inkubation bei Blaulicht D bezie-
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3.1 Einfluss von Licht auf die Sporenkeimung 
A. nidulans ist in der Lage Licht unterschiedlicher Wellenlängen wahrzunehmen. Dies 
funktioniert mittels verschiedener Lichtrezeptoren. Näher charakterisiert sind hier der 
Rotlichtrezeptor FphA, und die zwei Blaulichtrezeptorsysteme bestehend aus 
LreA/LreB, beziehungsweise dem Cryptochrom CryA (Bayram et al., 2008a; 
Blumenstein et al., 2005; Purschwitz et al., 2008). So führt beispielsweise Rotbelich-
tung bei 680 nm zu erhöhter Konidiosporenproduktion, verglichen mit einem im  
Dunkeln inkubierten A. nidulans Wildtypstamm. Dieser Effekt ist von Phytochrom  
abhängig. Doch auch Inkubation unter blauem Licht (450 nm) führt zu einer  
Erhöhung der Konidienmenge. Zusammen zeigen rotes und blaues Licht den  
gleichen aktivierenden Effekt auf die asexuelle Entwicklung wie Weißlicht  
(Purschwitz et al., 2008). In anderen Pilzen wurde schon sehr früh entdeckt, dass 
Licht die Sporenkeimung inhibiert. So konnten Givan et al. und Chang et al. diesen 
Effekt in verschiedenen Puccinia Spezies beschreiben (Chang et al., 1973; Givan & 
Bromfield, 1964b).  
Eine Keimungsverzögerung durch Belichtung in A. nidulans konnte zum ersten 
Mal von Christian Kastner aus unserer Arbeitsgruppe beschrieben werden. Er zeigte 
außerdem, dass Licht verschiedener Wellenlängen die Keimung unterschiedlich stark 
hemmt und, dass Dunkelrotlicht den stärksten Effekt hat (Abb. 12) (Kastner, 2010; 
Röhrig et al., 2013). In dieser Arbeit konnte der beschriebene Effekt bestätigt werden. 
Weiterhin wurde gezeigt, dass die Änderung der Kohlenstoffquelle von Glyzerin zu 
Glukose generell zu schnellerer Sporenkeimung führt, der Hemmeffekt durch Licht 
jedoch weiterhin in gleicher Weise besteht. Auch hier hatte Dunkelrotlicht den  
stärksten Einfluss (Abb. 12).  
Die Sporenkeimung kann in drei Stadien eingeteilt werden: Die Aktivierungs-
phase, in der die Dormanz, durch die Wahrnehmung verschiedener Umweltreize, 
gebrochen wird. Die isotrope Wachstumsphase, die einher geht mit RNA- und  
Proteinbiosynthese sowie Veränderungen des Metabolismus. Und letztlich, die polare 
Wachstumsphase, in der sich der Keimschlauch ausbildet und sich hieraus ein neues 
Hyphennetzwerk entwickelt (d'Enfert, 1997; Wendland, 2001).  
Sporen dienen der Verbreitung und/oder dem Überdauern. Die Signalkaskade, 





äußeren Bedingungen aktiviert. Für die Initiation des Keimungsprozesses ist unter 
anderem das Vorhandensein einer C-Quelle, wie Glukose, notwendig. Jedoch dient 
als Energielieferant während der Anfangsphase der Keimung vermutlich die in der 
Spore gespeicherte Trehalose (Thevelein, 1984). Trehaloseeinlagerung schützt die 
Spore vor osmotischem Stress oder Hitzestress (Fillinger et al., 2001). Direkt in der 
Aktivierungsphase der Keimung findet ein schneller Trehalose Umsatz statt (d'Enfert 
& Fontaine, 1997). Es konnte gezeigt werden, dass dieser Umsatz durch eine Ca2+-
abhängige neutrale Trehalase, TreB, stattfindet, welche über einen cAMP  
abhängigen Signalweg aktiviert wird. In einer treB-Deletionsmutante ist die Keimung 
auf kohlenstoffarmem Medium verzögert (d'Enfert et al., 1999; Svanstrom & Melin, 
2013). Weiter konnte gezeigt werden, dass das Gα-Protein GanB vermutlich als 
Sensor einer vorhandenen C-Quelle fungiert und im aktiven Zustand die  
Adenylatcyclase CyaA aktiviert (Belaish et al., 2008; Chang et al., 2004; Lafon et al., 
2005). Eine pkaA-, wie auch eine cyaA-Deltetionsmutante zeigen eine Verzögerung 
der Sporenkeimung, jedoch ohne starkes Anschwellen der Sporen. Unter Abwesen-
heit von cAMP zeigt PKA weiterhin eine leichte Aktivität. Dies könnte an einer  
Aktivierung durch das Gα-Protein FadA liegen (Shimizu & Keller, 2001). 
Die GTPase RasA spielt ebenfalls eine wichtige Rolle in der Sporenkeimung. 
Eine dominant aktive Version des RasA Proteins führt zur Bildung dicker mehr-
kerniger Konidiosporen und blockiert vermutlich das Umschalten von isotropem zu 
polarem Wachstum, auch unter Abwesenheit einer externen C-Quelle. Die  
Expression einer dominant inaktiven Form hingegen führt zwar zu einer Keimungs-
verzögerung, jedoch nicht zu einer vollständigen Blockade (Osherov & May, 2000; 
Som & Kolaparthi, 1994). Die Sporenkeimung hängt demnach auch vom Verhältnis 
von RasAGTP zu RasAGDP ab. Dieses Verhältnis wird unter anderem reguliert durch 
GapA (Ras GTPase aktivierendes Protein) (Harispe et al., 2008). Eine gapA-Deletion 
zeigt den gleichen Phänotyp, wie die konstant aktive Form von RasA. Die Regulation 
über RasA ist unabhängig von der beschriebenen PKA – cAMP abhängigen Signal-
kaskade (Fillinger et al., 2002; Osherov & May, 2000). Wie in dieser Arbeit gezeigt 
werden konnte, führt Belichtung zu geschwollenen vielkernigen Sporen. Dies lieferte 
den Hinweis, dass das Lichtsignal ebenfalls den RasA Signalweg beeinflussen  
könnte.  
Zwischen 4 h und 8 h nach Beginn der Inkubation, also in der isotropen 





dunkelrotes Licht (Abb. 13). Ein zweistündiger Rotlichtpuls zu Beginn der Inkubation, 
ebenso wie Dunkelrotlichtbestrahlung nach 10 h Dunkelinkubation hatte keinen  
Einfluss auf die Keimungsrate. Die bekannten Photorezeptoren sind allerdings konsti-
tutiv exprimiert. Es sollte also Licht wahrgenommen werden können. Unklar bleibt 
hingegen, ob die jeweiligen Chromophore konstitutiv vorhanden sind und ob eine 
Regulation auf Proteinebene stattfindet. Das Ausbleiben der Keimungsverzögerung 
bei zu früher oder zu später Belichtung, deutet auch wieder auf einen Einfluss der 
Beleuchtung auf den RasA Signalweg hin, denn nach 4 h - 8 h befindet sich die  
Spore bereits in der isotropen Wachstumsphase.  
Wie in dieser Arbeit gezeigt werden konnte, spielt das Phytochrom FphA eine  
wichtige Rolle bei der Keimungsverzögerung durch Belichtung. Es ist denkbar, dass 
FphA mittels seiner Kinaseaktivität direkt oder indirekt Einfluss auf das Verhältnis von 
aktivem zu inaktivem RasA nimmt, eventuell über GapA, und hierüber die Sporen-
keimung in Abhängigkeit von der Belichtung steuert.  
Doch der Verzögerungseffekt kann nicht allein auf Phytochrom beruhen. Es 
wäre denkbar, dass Phytochrom eine duale Funktion innehat. Im Dunkeln könnte 
FphA als Aktivator der Sporenkeimung wirken und unter Belichtung für eine  
Keimungshemmung verantwortlich sein. Folglich sollte im Phytochrom Deletions-
stamm SJP1 der Aktivator fehlen und die Dunkelkeimungsrate geringer sein. Da 
ebenfalls die hemmende Funktion unter Belichtung fehlen würde, zeigen Rot- und 
Dunkelrotbelichtung im Stamm SJP1 eine erhöhte Keimungsrate. Jedoch sollten in 
diesem Fall die Keimungsraten im Stamm SJP1 nach Dunkelinkubtion und Belich-
tung gleich sein. 
Weiter kommt hinzu, dass Phytochrom in zwei Konformationen vorkommt, in 
der meist als aktiv geltenden Pfr Form, welche maßgeblich unter Rotbelichtung zu 
finden ist und in der oft als passiv bezeichneten Pr-Form, welche zu einem großen 
Anteil im Dunkeln und unter Dunkelrotbelichtung vorkommt. Eine Ausnahme bilden 
die Bathy Phytochrome, bei welchen die Pfr-Form dem Grundstatus entspricht  
welcher in der Dunkelheit und unter Rotbeleuchtung vorkommt, wobei  
Dunkelrotbelichtung eine Konformationsänderung in die Pr-Form zur Folge hat  







Abb. 44 Regulation der Sporenkeimung in Abhängigkeit von äußeren Einflüssen. Dargestellt 
sind die drei Phasen der Sporenkeimung (Aktivierung, isotropes Wachstum, polares Wachstum) und 
die Auswirkung zweier unabhängiger Signalkaskaden. Das Erkennen einer externen C-Quelle, wie 
beispielsweise Glukose, ist eine der Grundvoraussetzungen für die Sporenkeimung. Hierbei haben 
sich in A. nidulans zwei sensorische Wege herausgebildet. Zum einen wird bei Erkennen einer geeig-
neten C-Quelle durch das Gα-Protein GanB die Adenylatcyclase CyaA aktiviert. Über eine cAMP-
PKA-abhängige Signalkaskade wird nun das isotrope Wachstum eingeleitet. Das Gα-Protein FadA 
führt in Abwesenheit von cAMP ebenfalls zu leichter Aktivierung von PkaA. Durch eine Über-
expression der RasGTPase RasA kann das Erkennen der externen C-Quelle übergangen werden. 
Eine konstant aktive Version führt zum Anschwellen der Sporen und zur Anreicherung von Zellkernen,  
ähnlich des Phänotyps von belichteten Sporen. Das Phytochrom FphA könnte also lichtabhängig auf 
GapA (Ras GTPase aktivierendes Protein) wirken und somit zu einer Keimungshemmung führen. 
Blaue Pfeile bedeuten Aktivierung, rote T-Linien Hemmung. Abgewandelt nach (Fillinger et al., 2002). 
 
Eine alleinige Regulation der Keimungshemmung durch rotes und dunkelrotes Licht 
stünde dementsprechend unter der Voraussetzung, dass sich FphA wie ein Bathy-
Phytochrom verhält, also im Dunkeln in der Pfr Form vorliegt. Dadurch wäre erklär-
bar, dass Rotbelichtung die Sporenkeimung weniger stark hemmt, wie dunkelrotes 
Licht, da hier im Dunkeln die Balance zwischen beiden Konformationen auf Seiten 
der Pfr Form liegen würde. Unter Rotlichtbehandlung würde das Verhältnis eine  
leichte Verschiebung in Richtung der Pr Form zeigen und im Dunkelrotlicht wäre 
hauptsächlich die Pr Form vorzufinden. Allerdings zeigen die Experimente von  
Blumenstein et al. und Brandt et al., dass FphA in einem Pfr Grundstatus vorliegt 

























Purschwitz et al., dass auch die Sterigmatocystinproduktion in Abhängigkeit von ro-
tem (700 nm) und dunkelrotem Licht (740 nm) steht. Beide Qualitäten führen zu einer 
erhöhten Konzentration im Vergleich zu im Dunkeln inkubierten Proben (Purschwitz 
et al., 2008). Des Weiteren ist die Blockierung der sexuellen Entwicklung unter Rot-
lichtbestrahlung nicht vollständig auf FphA als Photorezeptor zurückzuführen 
(Blumenstein et al., 2005).  
 
       
Abb. 45 Bestimmung der Keimungsrate unter verschiedenen Lichtbedingungen im fphA-
Deletionsstamm SJP1 und dem zugehörigen Komplementationsstamm SJP22. A Sporen des 
Stammes SJP1 (∆fphA) und B Sporen des Stammes SJP22 (fphA Rek) wurden 10 h-16 h bei 23°C in 
Minimalmedium mit 2% Glyzerin auf Deckgläschen im Dunkeln oder unter Blau-, Rot-, oder Dunkelrot-
bestrahlung inkubiert. Alle 2 h wurde die Keimungsrate bestimmt. Fehlerbalken repräsentieren die 
jeweilige Standardabweichung. 
 
Der Einfluss von blauem Licht auf die Keimung könnte auf zwei Weisen erklärt  
werden. Zum einen interagieren die Proteine des Blaulichtrezeptorsystems LreA und 
LreB miteinander. Des Weiteren interagiert FphA mit LreB, worüber eine Blaulicht-
wahrnehmung durch LreA/B und eine Signaltransduktion über FphA denkbar wäre 
(Purschwitz et al., 2008). Jedoch zeigten weder die Deletion von lreA/B, noch die 
Deletion von cryA einen Unterschied in der Sporenkeimung im Vergleich zum Wild-
typstamm oder zum jeweiligen Komplementationsstamm (Röhrig et al., 2013). Des 
Weiteren zeigt auch Phytochrom einen Peak im Absorptionsspektrum im blauen  
Bereich und es gibt Hinweise, dass Phytochrome Blaulicht detektieren können (Butler 
et al., 1964; Lin, 2000). Jedoch gibt es in der fphA-Deletionsmutante weiterhin den 
hemmenden Effekt auf die Sporenkeimung durch Blaulicht. Alles in allem führen die 
Ergebnisse zu dem Schluss, dass es mindestens einen weiterer Photorezeptor in A. 
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Wahrnehmung von rotem, wie auch von blauem Licht geht, könnte es sich um ein 
weiteres Phytochrom, oder auch um ein Neochrom handeln. Neochrome sind  
Photorezeptoren, die Eigenschaften von Phototropinen und Phytochromen ineinan-
der vereinen. Sie sind in Farnen, Moosen und Algen beschrieben und dienen der 
Bewegungsteuerung von Chloroplasten (Kawai et al., 2003; Suetsugu et al., 2005). 
Genomanalysen lassen jedoch nicht auf das Vorhandensein eines weiteren  
Phytochroms in A. nidulans schließen. Neochrome wurden bisher noch nicht im Pilz-
reich beschrieben. Es gibt allerdings Hinweise auf eine Beteiligung des Opsins NopA 
an der Rotlichtwahrnehmung in A. nidulans. Während eine nopA-Deletion keinen  
offensichtlichen Phänotyp zeigt, scheint es eine Auswirkung in der Sporenkeimung 
zu geben (Kastner, 2010). 
Park et al. und Suzuki et al. konnten Licht ebenfalls mit der Sporenkeimung in 
A. nidulans in Verbindung bringen. So konnte gezeigt werden, dass der VeA Interak-
tionspartner VelB einen negativen Regulator der Sporenkeimung darstellt. Der Ein-
fluss findet allerdings vermutlich über den cAMP PkaA Signalweg statt (Park et al., 
2012). Es wird vorgeschlagen, dass VelB direkt durch GanB reguliert wird. Da die 
Vorgänge der verschiedenen Velvet Komplexe und somit auch von VelC unter  
anderem durch Licht gesteuert sind, sollte sich hierdurch Belichtung auch auf den 
cAMP PkaA Signalweg auswirken. Es konnte jedoch in unserer Gruppe gezeigt  
werden, dass eine veA-Deletionsmutante das gleiche Keimungsmuster in Abhängig-
keit zu Belichtung hat, wie ein Wildtypstamm (Christian Kastner, persönliche  
Kommunikation). Weiter konnten zwei Gene charakterisiert werden, conF und conJ, 
deren Doppeldeletion zu verzögerter Keimung und Anreicherung von Glyzerin und 
Erytrithol und somit erhöhter Stresstoleranz gegenüber Austrocknung führt. Beide 
Gene sind durch Belichtung hochreguliert. Die Keimungsverzögerung geht allerdings 
nicht mit einem Anschwellen der Sporen einher und auch Trehalosegehalt und  
Umsatz bleiben unbeeinflusst (Suzuki et al., 2013). Der genaue Wirkmechanismus 
der Keimungsverzögerung bleibt unklar, Lichtwahrnehmung und Stresstoleranz 
scheinen hier jedoch miteinander verknüpft zu sein. 
 
Nicht nur der genaue Mechanismus, sondern auch die Frage nach dem Grund der 
Keimungsverzögerung durch Licht ist interessant. Sporen dienen generell der  
Verbreitung und der Überdauerung. Dafür sind sie gegen eine Vielzahl äußerer Ein-





als Schutz gegen DNA-schädigende UV Strahlung. Gegen osmotischen Stress und 
Hitzestress wirkt ein hoher Trehalose Gehalt in der Spore. Diese Schutz-
mechanismen hat der frisch gebildete Keimschlauch nicht. Er ist anfälliger für UV 
Strahlung, osmotischen Stress oder auch Enzyme, welche die Zellwand attackieren 
(Abad et al., 2010). Es wäre denkbar, dass die Spore durch Lichtwahrnehmung die 
Keimung verzögert, bis es dunkel ist, und somit keine schädliche UV Strahlung und 
kein Hitzestress auf den Keimschlauch einwirken können. Der Keimschlauch kann im 
Dunkeln in das Substrat wachsen und ist somit weiterhin von den „rauen  
Bedingungen“ an der Oberfläche geschützt.  
 
3.2 VipA reguliert Entwicklung & Metabolismus über die Bilinsynthese 
VipA wurde mittels eines Yeast-Two-Hybrid Screens auf der Suche nach neuen VeA 
Interaktionspartnern von der koreanischen Arbeitsgruppe um Kap-Hoon Han  
entdeckt (Calvo, 2008). VeA ist in viele Prozesse in A. nidulans eingebunden, so 
nimmt Velvet Einfluss auf die Entwicklung und auf den Sekundärmetabolismus und 
ist beteiligt an der Lichtwahrnehmung, auch wenn VeA selbst keinen Photorezeptor 
darstellt. VeA interagiert unter anderem mit Phytochrom, und könnte über  
Phytochrom mit dem Blaulichtrezeptorsystem LreA/B interagieren (Purschwitz et al., 
2008; Purschwitz et al., 2009). In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass VipA 
nicht nur mit VeA interagiert, sondern auch mit FphA und LreA/B. Allerdings findet die 
Interaktion mit FphA nicht, wie zwischen VeA und FphA, in den Zellkernen statt,  
sondern im Cytoplasma, mit einer deutlichen Kernaussparung (Abb. 36). Des  
Weiteren zeigte ein vipA-Deletionsstamm einen lichtabhängigen Phänotyp. Ziel war 
es nun, das Protein näher zu charakterisieren. 
 
3.2.1 VipA – ein neuer Regulator von Entwicklung und Metabolismus 
VipA stellt einen lichtabhängigen Aktivator der asexuellen Entwicklung und des  
Sekundärmetabolismus, sowie einen Repressor der sexuellen Entwicklung im Licht 
dar. Die Deletion von vipA führt zu einer verringerten Konidiosporenproduktion im 
Licht, und zu verstärkter sexueller Entwicklung. Auch die Bildung von Sekundär-
stoffen ist in einem Deletionsstamm nicht weiter lichtabhängig reguliert. Der vipA-





Sterigmatocystinproduktion im Vergleich zum Wildtypstamm SRJ7, und eine abge-
schwächte Penicillinproduktion im Vergleich zum Wildtypstamm nach Dunkelinkuba-
tion. Die vipA-Deletionsmutante ist in der Lichtwahrnehmung stark eingeschränkt. 
Dies weist auf Probleme bei der Signalrezeption selbst, oder der Signalverarbeitung 
hin.  
Ein fphA-Deletionsstamm zeigt eine belichtungsunabhängige ausgeprägte  
sexuelle Entwicklung. FphA stellt also ebenfalls einen Repressor der sexuellen  
Entwicklung dar (Blumenstein et al., 2005). Die Konidiosporenbildung wird durch Rot-
licht induziert. Auch dies weist auf einen aktivierenden Phytochromeffekt hin (Mooney 
& Yager, 1990). Die Sterigmatocystinproduktion ist in einem Wildtypstamm durch 
Rot- und Dunkelrotbelichtung erhöht, was ebenfalls auf eine Signalperzeption durch 
Phytochrom hindeutet, außerdem führt eine fphA-Deletion zu erhöhter Sterigmato-
cystinproduktion (Purschwitz et al., 2008). Dies lässt darauf schließen, dass inaktives 
Pr Phytochrom zu einer Blockade der Sterigmatocystinsynthese führt. Blaulicht hin-
gegen zeigte einen hemmenden Effekt auf die Sterigmatocystinsynthese.  
Pflanzliche FAR1- Domäne Proteine, wie FAR1 oder FHY3 konnten schon vor etwa 
15 Jahren mit der Phytochrom A Signaltransduktion in Verbindung gebracht werden 
(Hudson et al., 1999; Yanovsky et al., 2000). Mutationen in den jeweiligen Loci  
führen zu verminderter bis ausbleibender PHYA Signaltransduktion. Mittlerweile sind 
beide Proteine gut charakterisiert und es ist bekannt, dass sie durch die Transposa-
sedomänen, beziehungsweise die C-terminalen SWIM Motive miteinander interagie-
ren. Mittels der FAR1-Domäne, welche einer WRKY-Zinkfinger-Domäne entspricht 
und welche für direkte DNA Bindung der Proteine essenziell ist, können FAR1 und 
FHY3 als Transkriptionsfaktoren agieren (Hudson et al., 2003; Lin et al., 2007; Lin et 
al., 2008; Ouyang et al., 2011; Wang & Deng, 2002). 
Bioinformatische Analysen ergaben, dass die in FHY3 und FAR1 vorkommen-
den Transposase-, wie auch die SWIM-Domänen in VipA nicht konserviert sind.  
Jedoch konnte in VipA eine FAR1-Domäne, und somit eine potenzielle DNA-
Bindedomäne gefunden werden. Dies, und die Lokalisierung im Zellkern, weisen auf 
eine Rolle von VipA als Transkriptionsfaktor hin. In silico Strukturanalysen ergaben 
eine hohe Übereinstimmung der potenziellen WRKY-Zinkfinger-Domäne aus VipA 
und der FAR1-Domäne aus FHY3 ((Lin et al., 2007), diese Arbeit). Weiterhin wurde 
in A. thaliana beschrieben, dass FHY3 und FAR1 Einfluss auf die Expression einer  





Hämbiosyntheseweg den Schritt von 5-Aminolävulinsäure (ALA) zu Porphobilinogen 
(PBG) und ist essenziell. Aktivierung von ALAD führt zu erhöhter Chlorophyll-
produktion (Tang et al., 2012). Da A. nidulans als heterotropher Ascomycet kein 
Chlorophyll synthetisiert, stellte sich die Frage, ob VipA eine ähnliche Aufgabe wie 
FHY3 oder FAR1 übernehmen könnte, und welche das wäre.  
 
3.2.2 VipA beeinflusst die Häm Biosynthese über den ALAD Gehalt 
Die Hämbiosynthese ist zwischen verschiedenen Organismengruppen sehr gut kon-
serviert. Häm wird durch sieben enzymatische Grundschritte aus acht Molekülen  
5-Aminolävulinsäure (ALA) katalysiert (Franken et al., 2011; Layer et al., 2010). Die 
Bereitstellung von ALA erfolgt in Tieren und auch in Pilzen und einigen Bakterien 
ausschließlich über die Kondensation der Aminosäure Glyzin und Succinyl-CoA,  
welches aus dem Citratzyklus stammt, durch das Enzym ALA Synthase (ALAS) 
(Ferreira & Gong, 1995; Neuberger & Scott, 1953; Radin et al., 1950). Pflanzen,  
Archaea und ein Großteil der Bakterien hingegen haben eine zweite Möglichkeit der 
ALA Produktion entwickelt, den sogenannten C5-Weg. Hier wird ALA aus an t-RNA 
gebundenem Glutamat in zwei Schritten mittels der Enzyme Glutamyl-t-RNA–
Reduktase und Glutamat-1-Semialdehyt-2,1-Aminomutase (GSAM) synthetisiert 
(Jahn et al., 1992; Kannangara et al., 1988). Zwei ALA Moleküle werden durch eine 
ALA Dehydratase (ALAD) zu Porphobilinogen (PBG) kondensiert. Aus vier Molekülen 
PBG entsteht nachfolgend durch das Enzym PBG-Deaminase (PBGD) das lineare 
Tetrapyrrol Hydroxymethylbilan, welches anschließend unter Abspaltung von Wasser 
durch Uroporphyrinogen III-Synthase (UROS) zu Uroporphyrinogen III (UROGEN) 
kondensiert wird. An dieser Stelle zweigt der Sirohäm-Syntheseweg ab. Sirohäme 
dienen beispielsweise in Nitrit-oder Sulfitreduktasen als Co-Faktoren (Seki et al., 
1981; Vega & Garrett, 1975). UROGEN wird durch das Enzym UROGEN  
Decarboxylase (UROD) decarboxyliert, es entsteht Coproporphyrinogen III  
(COPROGEN), welches wiederum oxidativ decarboxyliert wird, durch das Enzym 
COPROGEN-Oxidase (CPO). Es entsteht Protoporphyrinogen IX (PROTOGEN).  
Mittels des Enzyms PROTOGEN-Oxygenase (PPO) wird Protoporphyrin IX (PROTO) 
gebildet, welches in einem letzten Schritt durch das Enzym Ferrochelatase (FC) zu 
Häm umgesetzt wird (Franken et al., 2011; Layer et al., 2010; Mochizuki et al., 2010).  
In Aspergillus niger, sind alle Enzyme der Hämbiosynthese gut konserviert 





A. nidulans der Fall (www.aspergillusgenome.org). Obwohl hier zu jedem der  
genannten Gene Homologe zu finden sind, wurden bisher nur ALAS (AN2284) und 
PBGD (AN0121) beschrieben (Bradshaw et al., 1993; Zhou et al., 2012). ALAD 
(AN1403), UROS (AN10455), UROD (AN2733), CPO (AN5130), PPO (AN3920) und 
FC (AN7752) wurden bisher nicht näher charakterisiert. 
Aus dem Hämbiosyntheseweg gehen jedoch nicht nur Chlorophylle hervor, Häme 
dienen auch als Co-Faktoren vieler Proteine, wie beispielsweise den Cytochromen, 
die unter anderem in der Atmungskette oder an der Photosynthese beteiligt sind. Des 
Weiteren bilden Häme den Co-Faktor für den „roten Blutfarbstoff“ im Menschen, das 
Hämoglobin, welches für den Sauerstofftransport im menschlichen Körper verant-
wortlich ist. 
 
Abb. 46 Biliverdin IXα-Synthese in Pilzen. In Pilzen ist der erste Schritt in der Häm- beziehungs-
weise Bilinsynthese die Bildung von 5-Aminolävulinsäure (ALA) aus Glyzin und SuccinylCoA durch 
das Enzym 5-Aminolävulinsäure-Synthase (ALAS). Dieser Schritt findet in den Mitochondrien statt. 
ALA wird durch das Enzym 5-Aminolävulinsäure-Dehydratase (ALAD) im Cytoplasma zu Porpho-
bilinogen (PBG) kondensiert. Es folgt der Umsatz von PBG zu Hydroxymethylbilan (HMB) durch das 
Enzym porphobilinogen-Deaminase (PBGD). HMB wird durch Uroporphyrinogen III Synthase (UROS) 
zu Uroporphyrinogen III (UROGEN) kondensiert. Es folgt die Decarboxylierung durch UROGEN-
Decarboxylase (UROD) zu Coproporphyrinogen III (COPROGEN), welches im Anschluss zurück in die 
Mitochondrien transportiert wird. Hier folgen alle weiteren Schritte bis zum Häm. COPROGEN wird 
durch COPROGEN-Oxydase zu Protoporphyrinogen IX (PROTOGEN) umgesetzt, welches anschlie-
ßend durch PROTOGEN-Oxidase (PPO) zu Protoporphyrin IX (PROTO) umgesetzt wird. Durch die 
Katalyse mittels Ferrochelatase entsteht Häm. Aus Häm kann nun durch das Enzym Hämoxygenase 
der vermeintliche FphA Chromophor Biliverdin IXα gebildet werden, wobei das Enzym Hämoxygenase 
bisher in A. nidulans noch nicht beschrieben werden konnte (Blumenstein et al., 2005; Franken et al., 






Für die Lichtwahrnehmung mittels Phytochrom ist der Hämsyntheseweg ebenfalls 
essenziell. Die Chromophore von Phytochromen sind lineare Tetrapyrrole, und  
gehen, wie Chlorophyll, aus dem Hämbiosyntheseweg hervor (Rockwell et al., 2006). 
Der Chromophor des Phytochroms FphA ist vermutlich ein Biliverdin, konnte bisher 
jedoch nicht näher bestimmt werden. Allerdings konnten Brandt et al. zeigen, das 
Codon optimiertes FphA exprimiert in E. coli einen zugesetzten Bilin Chromophor 
binden kann und damit funktionell ist. Blumenstein et al. zeigten, dass FphA,  
exprimiert in E. coli, zusammen mit Biliverdin aus Synechocystis ein funktionelles 
Holoprotein formen kann (Blumenstein et al., 2005; Brandt et al., 2008). Das für die  
Hämoxygenase codierende Gen konnte in A. nidulans bisher nicht identifiziert  
werden. 
Durch das Enzym Hämoxygenase, kann Häm zu Biliverdin IXα oxidiert  
werden. Hierzu wird molekularer Sauerstoff benötigt, außerdem Elektronen aus 
NADPH. Zusätzlich zu Biliverdin entsteht Kohlenmonoxid und Fe2+ (Brown et al., 
1990). Biliverdin dient als Chromophor pilzlicher, bakterieller und einiger cyano-
bakterieller Phytochrome (Lamparter, 2004). Biliverdin IXα kann durch das Enzym 
Phytochromobilin Synthase und eventuell durch Phytochromobilin Isomerase Ferre-
doxin-abhängig zu Phytochromobilin reduziert werden, dem Chromophor pflanzlicher 
Phytochrome (Frankenberg et al., 2001). Durch eine weitere Ferredoxin-abhängige 
Reduktion entsteht der Chromophor cyanobakterieller Phytochrome, das  
Phycocyanobilin (Mochizuki et al., 2010; Terry et al., 2002).  
 
In dieser Arbeit konnte mittels Blastp Suche ein potenzielles Homolog zu A. thaliana 
HEMB1, in A. nidulans gefunden werden. Es handelt sich hierbei um AN1403,  
welches bisher uncharakterisiert ist. HEMB1 codiert für eine ALAD, ebenso wie das 
Homolog zu AN1403 aus A. niger. AN1403 zeigt im Promotor eine nur in einem  
Nukleotid differierende FBS (FHY3/FAR1 binding site). Die Ergebnisse der  
Chromatin Immunpräzipitation der Bindung von VipA an den Promotor von AN1403, 
genauer gesagt an die Promotor-Domäne, welche die potenzielle FBS enthält, stützt 
den Verdacht, dass es sich hierbei um das Bindemotiv handelt. Sowohl die  
Expression von AN1403, als auch der Umsatz von 5-Aminolävulinsäure, gemessen 
anhand der Menge des durch ALAD katalysierte Produktes PBG, waren nach Belich-
tung in Abhängigkeit von VipA gesteigert. Ebenso war der Häm-Gehalt der C-Typ-





durch Belichtung hochreguliert. VipA wirkt sich dementsprechend lichtabhängig auf 
die PBG Synthese und somit auf die Hämsynthese aus, offensichtlich durch direkte 
DNA Bindung an das FBS Motiv über die FAR1-Domäne. Jedoch wäre auch eine 
indirekte Bindung über einen Proteininteraktionspartner denkbar. Dementsprechend 
ist es sehr wahrscheinlich, dass VipA Einfluss auf den Gehalt des Phytochrom 
Chromophors nimmt und dadurch die Lichtwahrnehmung beeinträchtigt ist. 
 
Abb. 47 Schema zur Regulation der Bilin-Chromophorsynthese durch VipA. Die lichtregulierte 
Expression von vipA ist Abhängig von FphA und VeA. Belichtung führt zur Erhöhung der vipA  
Transkriptmenge. VipA wirkt als Transkriptionsfaktor und reguliert die Expression einer  
5-Aminolävulinsäure-Dehydratase (ALAD, codiert durch AN1403). ALAD reguliert den zweiten Schritt 
im Hämsyntheseweg und katalysiert den Umsatz von 5-Aminolävulinsäure (ALA) zu Porphobilinogen 
(PBG). PBG wird umgesetzt bis hin zu Häm, welches als Ausgangsmolekül der Bilinbildung dient. 
Durch das Enzym Hämoxygenase wird die Reaktion von Häm zu Biliverdin IXα katalysiert. Vermutlich 
übernimmt in A. nidulans schon dieses Biliverdin die Rolle als Chromophor von FphA und ist  
essenziell für die Lichtwahrnehmung. Ob dieser Kreislauf auch zu einem gewissen Grad der Photo-
adaption dient ist noch nicht untersucht. 
 
Ein Einfluss von VipA auf die Hämbiosynthese könnte sich auch direkt auf die Regu-
lation des Sekundärmetabolismus auswirken. Es konnte gezeigt werden, dass ein 
Cytochrom P450, ebenfalls ein Protein mit Häm-Co-Faktor, am Phenylacetatabbau 





al., 1999). P450 Cytochrome sind oft in Sekundärmetabolit-Gen Clustern codiert,  
unter anderem auch im Sterigmatocystin Gen Cluster in A. nidulans. Hier spielen 
P450 Cytochrome eine direkte Rolle in der Sterigmatocystin Synthese (Henry & 
Townsend, 2005; Kelkar et al., 1997; Keller et al., 1995; Kelly et al., 2009; Lim & 
Keller, 2014).  
Interessant bleibt natürlich die Frage, ob eine Auswirkung auf den Hämgehalt 
nicht weitere, beziehungsweise schwerwiegendere phänotypische Effekte mit sich 
bringt. Häm spielt, wie oben bereits erwähnt, eine wichtige Rolle als Co-Faktor von 
Cytochrom C in der Atmungskette (Zaidi et al., 2014). Generell zeigte der vipA-
Deletionsstamm SJR4 im Dunkeln nur geringe Veränderungen in Entwicklung und 
Metabolismus gegenüber einem Wildtypstamm. Durch die Messung des Häm-
Gehaltes von C-Typ-Cytochromen wurde gezeigt, dass die Hämsynthese nicht voll-
ends außer Kraft gesetzt, sondern lediglich reprimiert stattfindet. Interessanterweise 
konnte in A. nidulans außerdem beschrieben werden, dass eine Deletion von cycA, 
dem Cytochrom C codierenden Gen, nicht letal ist. Die entsprechende Mutante ist 
trotzdem sehr stark eingeschränkt (Bradshaw et al., 2001). Es könnte sein, dass die 
Lichtwahrnehmung über Phytochrom in der Signalweiterleitung bis zur Änderung von 
Metabolismus und Entwicklung einen spezifischen Schwellenwert überschreiten 
muss, welcher bei zu geringer Chromophormenge nicht überschritten werden kann. 
Dass Licht trotz der Deletion von vipA wahrgenommen werden kann, zeigt die Ex-
pression des Lichtreportergens ccgA, welches eines der am stärksten durch Licht 
regulierten Gene in A. nidulans darstellt (Ruger-Herreros et al., 2011). Die ccgA Re-
gulation ist Gegenstand aktueller Forschung, und erst kürzlich konnte unsere  
Arbeitsgruppe zeigen, dass die Regulation hauptsächlich über Phytochrom statt-
findet, allerdings auch VeA und LreA involviert sind (Hedtke et al., 2015). Während 
ccgA durch Belichtung im Wildtypstamm SKV103 eine 114 fache Expressions-
erhöhung erfährt, kommt es im vipA-Deletionsstamm SRJ3 durch Belichtung nur zu 
einer 48 fachen Erhöhung. Es wird also Licht wahrgenommen, wenn auch schlechter 
als im Wildtypstamm. Eine interessante Fragestellung wäre, ob AN1403 unter der 
Kontrolle eines konstitutiv aktiven Promotors den Phänotyp in einem vipA-
Deletionsstamm wiederherstellen könnte und entsprechend wieder Lichtwahr-







3.2.3 VipA interagiert mit den Proteinen des Lichtregulatorkomplexes 
Wie zu Anfang dieses Kapitels beschrieben, interagiert VipA nicht nur mit VeA,  
sondern ebenfalls mit dem White Collar 1 Homolog LreA und dadurch vermutlich 
auch mit dem White Collar 2 Homolog LreB. Besagte Interaktionen finden in den 
Zellkernen statt. Die Interaktion mit LreB konnte mittels der Bimolekularen  
Fluoreszenz Komplementation, jedoch nicht per Co-Immunpräzipitation, nachgewie-
sen werden. Da LreA direkt mit LreB interagiert und diese Interaktion ebenfalls in den 
Zellkernen stattfindet, könnte es sein, dass VipA entweder über LreA mit LreB intera-
giert, oder aber durch beide Einzelinteraktionen die Proteine VipA und LreB sich in 
ausreichender räumlicher Nähe zueinander befinden, um ein positives Fluoreszenz-
signal hervorzurufen (Purschwitz et al., 2008). Weiterhin findet ebenfalls eine  
Interaktion zwischen VipA und FphA im Cytoplasma statt.  
Die bisher beschriebenen Komponenten der Lichtwahrnehmung interagieren 
ebenfalls miteinander. So interagieren LreA und LreB miteinander, LreB interagiert 
mit FphA und FphA interagiert mit VeA (Purschwitz et al., 2008). Während die  
Interaktion zwischen FphA und LreB den Phytochrom Responseregulator und die 
Histidinkinase benötigt, reagiert VeA lediglich mit der Histidinkinasedomäne 
(Purschwitz et al., 2009). Dies lässt auf eine eventuelle Phosphorylierung von VeA 
durch Phytochrom schließen, und tatsächlich ist VeA ein stark phosphoryliertes  
Protein. Die Phosphorylierung findet allerdings auch in Abwesenheit von FphA, LreA 
und LreB statt (Purschwitz et al., 2009). Aufgrund der vielen Interaktionen wurde  
bisher von einem Licht-Regulator Komplex ausgegangen. Da allerdings nicht  
zwingend alle Interaktionen zur gleichen Zeit stattfinden, wird ein dynamischer  
Komplex vermutet (Bayram et al., 2010; Rodriguez-Romero et al., 2010). Kürzlich 
konnte herausgefunden werden, dass VeA potenzielle DNA Bindekapazität hat 
(Ahmed et al., 2013). Aktuelle Ergebnisse unserer Arbeitsgruppe weisen darauf hin, 
dass Phytochrom das Lichtsignal wahrnimmt und mittels VeA weiterleitet. LreA inter-
agiert sowohl mit der Histondeacetylase HdaA, als auch mit der Histonacetyl-
transferase GcnE. Im Dunkeln konnte gezeigt werden, dass LreA an den Promotor 
des lichtregulierten Gens ccgA bindet. Ob hier die Interaktion mit HdaA stattfindet 
und zu Chromatinmodifikationen führen kann, bleibt offen. In unserer Arbeitsgruppe 
konnte gezeigt werden, dass LreA im Dunkeln keine hemmende Wirkung auf die  
Expression von ccgA hat. Im Licht hingegen verlässt LreA den Promotor, nachdem 





Auch für vipA konnte eine lichtabhängige Regulation unter der Beteiligung von FphA 
und VeA gezeigt werden. Es ist daher davon auszugehen, dass die Regulation  
vergleichbar mit den Ereignissen am ccgA Promotor stattfindet. 
 
Über die Funktion der Proteininteraktionen von VipA mit den Komponenten des Licht-
regulator-Komplexes lässt sich bisher, mit Blick auf die Phänotypen der jeweiligen 
Deletionsstämme, nur spekulieren. Hierfür sind genauere Untersuchungen der jewei-
ligen Interaktionen notwendig, beispielsweise in Abhängigkeit zu Lichtqualität, Licht-
stärke, oder unter Abwesenheit der verschiedenen Komponenten.  
 
VeA ist der zentrale Regulator von Sekundärmetabolismus und Entwicklung. Eine 
veA-Deletionsmutante bildet, unabhängig von Licht oder Dunkel, keine sexuellen 
Strukturen (Kim et al., 2002). Die asexuelle Entwicklung ist in der Deletionsmutante 
nach Inkubation im Licht im Vergleich zu einem Wildtypstamm verringert (persönliche 
Kommunikation Stefan Rauscher). Ebenso findet hier keine oder nur noch sehr  
geringe Bildung der Sekundärmetabolite Sterigmatocystin und Penicillin statt (Kato et 
al., 2003). Interessanterweise konnte ebenfalls gezeigt werden, dass VeA als  
Repressor der Penicillinsynthese wirkt (Spröte & Brakhage, 2007). In einer veA1-
Mutante findet, unabhängig von der Belichtung, verstärkt asexuelle Entwicklung statt 
(Mooney et al., 1990). Durch eine Substitution im ersten ATG (wird zu ATT) beginnt 
die Translation in der veA1-Mutante erst ab dem zweiten ATG, was zu einer Verkür-
zung des Proteins um 37 Aminosäuren führt (Kim et al., 2002). Hierdurch kommt es 
zum Verlust einer N-terminalen NLS, was in einer hauptsächlichen Lokalisierung von 
VeA1 im Cytoplasma resultiert. Es ist davon auszugehen, das VeA sowohl im Kern, 
als auch im Cytoplasma eine wichtige Rolle für die Entwicklung spielt. In einem Wild-
typstamm ist die Lokalisation von VeA abhängig von der Belichtung. Im Licht befindet 
sich VeA hauptsächlich im Cytoplasma oder wird abgebaut. Der Kernimport wird 
durch direkte Interaktionen von VeA mit den Methyltransferasen VapB und VipC  
unterbunden (Sarikaya-Bayram et al., 2014). Im Dunkeln hingegen wird VeA mittels 
des Importin-α-Carriers KapA in den Zellkern geshuttelt (Bayram et al., 2008b; 
Stinnett et al., 2007). VeA ist beteiligt an der Bildung verschiedener Proteinkomplexe 
innerhalb des Zellkerns. Zusammen mit den VeA-Interaktionspartnern VelB und LaeA 
und dem vermeintlichen Transkriptionsfaktor VosA werden Sekundärmetabolismus 





vermutlich auf der Balance zwischen den verschiedenen VeA Komplexen, und somit 
auf einer komplexen Balance der unterschiedlichen VeA Populationen, in Abhängig-
keit von den verschiedenen Phosphorylierungszuständen des VeA Proteins.  
Die Interaktion zwischen VipA und VeA wäre ein Ansatzpunkt für die Erklärung des 
Phänotyps der vipA-Deletion. Wäre VipA in den Shuttle von VeA aus dem Kern invol-
viert, beziehungsweise in den Abbau von VeA nach Belichtung, dann wäre in einem 
vipA-Deletionsstamm ein dauerhaft hoher VeA Spiegel im Zellkern vorhanden. Velvet 
könnte dann auch im Licht im Komplex mit VelB die sexuelle Entwicklung aktivieren, 
oder im trimeren Komplex mit VelB und LaeA die Sekundärmetabolitproduktion  
steuern (Bayram & Braus, 2012). Des Weiteren würde dies zu einer andauernden 
Reprimierung von acvA führen, was wiederum in einer geringeren Penicillin-
produktion resultieren würde (Spröte & Brakhage, 2007). Allerdings sollte sich ein 
veA1-Mutationsstamm gegensätzlich der vipA-Deletionsmutante verhalten, da hier 
VeA nicht, oder nur zu geringem Teil, im Zellkern vorhanden ist. Im Hinblick auf die 
Sterigmatocystinproduktion ist das jedoch nicht der Fall. Während ein veA1-Stamm 
sowohl unter Licht- als auch unter Dunkelbedingungen nahezu kein Sterigmatocystin 
bildet, zeigt die vipA-Deletionsmutante nach Belichtung ebenfalls keine Erhöhung der 
Produktion (Bayram et al., 2008b; Sarikaya Bayram et al., 2010). Die Produktion von 
Sterigmatocystin hängt allerdings nicht nur von der An- oder Abwesenheit von Licht 
ab, sondern ebenfalls von der Kohlenstoffquelle und Konzentration (Atoui et al., 
2010). Ein weiteres Argument gegen die Hypothese, dass VipA an der Degradierung 
oder dem lichtabhängigen VeA Shuttle ins Cytoplasma beteiligt sein könnte, ist eine 
Analyse der veA Expression. Es konnte gezeigt werden, dass VeA die veA Expressi-
on hemmt (Kim et al., 2009). Via Chromatin Immunopräzipitation konnte in unserem 
Labor gezeigt werden, dass VeA an den veA Promotor bindet (persönliche  
Kommunikation Maren Hedtke). Folglich sollte eine Deletion von vipA einen Einfluss 
auf die veA Expression haben. Es gibt jedoch keinen Unterschied in der veA  
Expression in einem Wildtyp- und einem vipA -Deletionsstamm (diese Arbeit). Die 
Betrachtung einer vipA-veA-Doppeldeletion zeigte im Vergleich mit dem ent-
sprechenden veA-Deletionsstamm keine offensichtlichen Unterschiede in der Ent-
wicklung (Daten nicht gezeigt), was wiederum darauf hindeutet, dass beide Proteine 






FphA stellt den Haupt-Lichtsensor in A. nidulans dar. Neben dem Einfluss von VipA 
auf die Biliverdinchromophor-Bildung konnte auch hier eine Protein-Interaktion  
zwischen VipA und FphA nachgewiesen werden. Die Interaktion findet ausschließlich 
im Cytoplasma statt. FphA ist ein Repressor der sexuellen Entwicklung und der  
Penicillinbiosynthese im Licht (Atoui et al., 2010; Blumenstein et al., 2005). Die 
Sterigmatocystinproduktion ist in einem Wildtypstamm unter Rotlicht im Vergleich zu 
Dunkelinkubation ebenfalls erhöht (Purschwitz et al., 2008). Die Produktion von 
Sterigmatocystin ist jedoch nicht nur abhängig von der Bleuchtung, sondern ebenfalls 
von Qualität und Quantität der vorhandenen C-Quelle (Atoui et al., 2010). Purschwitz 
et al. zeigten einen hemmenden Weißlichteffekt auf die Sterigmatocystinproduktion in 
einem Wildtypstamm, außerdem eine reprimierende Funktion in der Penicillin-
biosynthese unter Weißbelichtung (Purschwitz et al., 2008). Über die Jahre hat sich 
herausgestellt, dass viele Umstände, wie beispielsweise verschiedene Stammhinter-
gründe, die C-Quelle, außerdem – im Hinblick auf Photorezeptorexperimente – die 
Lichtqualität und –quantität enorme Auswirkungen auf Entwicklung und  
Metabolismus haben können (Atoui et al., 2010; Idnurm & Heitman, 2005a; Qiu et al., 
2014). FphA ist hauptsächlich im Cytoplasma lokalisiert, eine kleine Fraktion findet 
sich jedoch in den Zellkernen, wo die Interaktion mit VeA stattfindet (Purschwitz et 
al., 2008). Es stellt sich nun die Frage ob, wie in A. thaliana, eine lichtabhängige  
Lokalisierung von FphA vorliegt. In A. thaliana wird PHYA nach Dunkelrotbelichtung 
durch FHY1 und FHL in den Kern transportiert und kann dort die Transkription licht-
regulierter Gene aktivieren (Genoud et al., 2008; Hiltbrunner et al., 2006). FHY3 und 
FAR1 regulieren dabei die Transkription von FHY1 und FHL. Auch PHYB shuttelt 
lichtabhängig in den Kern. PHYB beinhaltet hier eine NLS, welche erst durch Belich-
tung demaskiert wird, wodurch dann der Kernimport stattfinden kann (Chen et al., 
2005). Für FphA aus A. nidulans konnte ein solcher lichtabhängiger Kernimport noch 
nicht gezeigt werden. Es ist allerdings möglich, dass dies ein wichtiger Schritt der 
Signalweiterleitung ist, da wie beschrieben die Interaktionen zwischen VeA und FphA 
beziehungsweise LreB und FphA im Zellkern stattfinden. Es wäre denkbar, sollte es 
einen lichtabhängigen Kernimport von FphA geben, dass VipA an dessen Vermitt-
lung beteiligt ist. Dass VipA diese Aufgabe alleine übernimmt ist jedoch unwahr-
scheinlich, denn die lichtabhängige Expressionserhöhung des lichtregulierten Gens 
ccgA ist in einer vipA-Deletionsmutante zwar schwächer ausgeprägt, in einer FphA 





Probe keine Expressionserhöhung statt. In einer fphA-vipA-Deletionsmutante,  
verglichen mit einer fphA-Deletionsmutante zeigte sich ebenfalls kein offensichtlicher 
phänotypischer Unterschied (Daten nicht gezeigt). FphA verhält sich demnach 
epistatisch zu VipA. 
VipA ist schlecht konserviert, wohingegen Phytochrom codierende Sequenzen 
im Pilzreich gut konserviert sind, außerdem teilweise sogar zwei Phytochrome in  
einem Organismus vorkommen, wie beispielsweise in A. fumigatus oder N. crassa 
(Rodriguez-Romero et al., 2010). Daraus ergibt sich die Frage, ob in Pilzen, wie zum 
Beispiel Beauveria bassiana, in welchen eine Lichtwahrnehmung durch Phytochrom 
beschrieben werden konnte, ein anderes Protein die Aufgabe von VipA übernimmt, 
oder, ob der Mechanismus der Lichtwahrnehmung im Pilzreich auf unterschiedliche 
Art und Weise stattfindet (Qiu et al., 2014).  
 
Die White Collar Proteine aus N. crassa, WC-1 und WC-2, sind das bestuntersuchte 
Photosensorsystem im Pilzreich. WC-1 verrichtet mittels FAD als Chromophor die 
Blaulichtrezeption (Ballario et al., 1996). Zusammen bilden WC-1 und WC-2 den Whi-
te Collar Complex und somit das positive Element der circadianen Uhr in N. crassa 
(Linden, 2002). Weitere Aufgaben sind die Regulation der Carotinoidbiosynthese, der 
Sporulation und der sexuellen Entwicklung. Dies sind alles Blaulicht-gesteuert Vor-
gänge (Baima et al., 1992; Crosthwaite et al., 1997; Linden, 2002). Beide Proteine 
besitzen eine Zinkfinger-Domäne und sind in der Lage direkt an den Promotor licht-
regulierter Gene zu binden und entsprechend die Expression zu steuern. Die  
homologen Proteine aus A. nidulans, LreA und LreB, dienen ebenfalls der Blaulicht-
rezeption (Purschwitz et al., 2008). Auch hier interagieren beide Proteine  
miteinander, beide besitzen Zinkfinger-Domänen am jeweiligen C-Terminus und LreA 
ist der aktive Part der Blaulichtrezeption, die ebenfalls über ein FAD Chromophor 
stattfindet (Bayram et al., 2010). Eine lreA-, wie auch eine lreB- Deletionsmutante 
bilden sowohl im Licht als auch im Dunkeln weniger sexuelle Strukturen, außerdem 
unter Beleuchtung weniger Sterigmatocystin als ein Wildtypstamm. Die Konidio-
sporenbildung ist nicht beeinflusst (Purschwitz et al., 2008; Rodriguez-Romero et al., 
2010). Dies entspricht dem Phänotyp eines laeA-Deletionsstammes in einem veA1 
Stammhintergrund (Sarikaya Bayram et al., 2010). Es könnte also sein, dass LreA 
eine Rolle bei der Regulation von laeA spielt. In Bezug auf die Expression des licht-





dem gleichen Ergebnis führt, wie eine vipA-Deletion, nämlich zu einer deutlichen  
Abnahme in der Expression unter Beleuchtung (Hedtke et al., 2015). Auch dies lässt 
auf einen gleichen Signaltransduktionsweg schließen. Sowohl VipA als auch LreA/B 
sind lichtabhängige Aktivatoren der Sterigmatocystinbiosynthese, außerdem haben 
beide eine aktivierende Funktion auf die sexuelle Entwicklung. 
Die hier in Kapitel 3.2.3 beschriebenen Abläufe wurden in nachfolgendem Schema 
(Abb. 48) abgebildet. Da für die Beschreibung der Rolle von VipA in diesem Fall  
lediglich die Proteininteraktionen mit Hinblick auf den Phänotyp eines vipA-
Deletionsstammes als Grundlage dienten, ist das Modell spekulativ. 
 
Es ist unwahrscheinlich, dass VipA seine einzelnen Funktionen unabhängig  
voneinander, nur durch die verschiedenen Proteininteraktionen, ausführt. Wahr-
scheinlicher ist ein komplexes Zusammenspiel der unterschiedlichen Einzel-
komponenten der Lichtwahrnehmung, wie es schon zuvor postuliert wurde (Bayram 
et al., 2010; Rodriguez-Romero et al., 2010). VipA ist ein phosphoryliertes Protein, es 
gibt außerdem Hinweise auf weitere Modifikationen, was neben der Regulation der 
Bilin-Chromophorbildung ebenfalls auf eine Funktion in der Signaltransduktion hin-
deutet. Jüngst gab es Hinweise in unserem Labor, dass der HOG-MAPK Signalweg 
sich Zielgene mit der Lichtregulation teilt und Überschneidungen beider Signalwege 
möglich wären (persönliche Kommunikation Zhenzhong Yu). Ein direkter Zusam-
menhang zwischen Phytochrom und Hog1 in Beauveria bassiana konnte ebenfalls 
kürzlich beschrieben werden (Qiu et al., 2014). Außerdem konnte gezeigt werden, 
dass der Phosphotransmitter YpdA in der Lage ist, die Responseregulator-Domäne 
von Phytochrom retrograd zu phosphorylieren (Azuma et al., 2007). An dieser Stelle 
könnte eine Signalverschaltung zwischen Stress- und Lichtantwort stattfinden. Da 
VipA eine erhöhte Hitzetoleranz zeigt, könnte man spekulieren, ob es ebenfalls eine 
Rolle in der Stressantwort in A. nidulans spielt. VipA stellt in jedem Fall einen neuen 
Mitspieler in der Lichtregulation dar und ist somit Teil eines dynamischen Licht-
regulatorkomplexes in A. nidulans. Welche Funktion VipA hierbei erfüllt bleibt  
ungeklärt. Weitere Forschungsarbeit ist notwendig, um etwaige Beteiligung neuer 
Proteine und das hoch komplexe Zwischenspiel der bisher bekannten Einzel-







Abb. 48 Schema zu den regulatorischen Abläufen im Dunkeln und im Licht. Pfeile bedeuten Akti-
vierung oder Bildung eines Komplexes, T-Linien Bedeuten Hemmung eines Vorgangs. Gestrichelte 
Linien repräsentieren Vorgänge im Licht, durchgezogene Linien Vorgänge im Dunkeln. VipA intera-
giert mit FphA im Cytoplasma. Unter Belichtung wird FphA aktiviert (Blumenstein et al., 2005) und ist 
in der Lage das Signal über VeA weiterzuleiten, eventuell über eine Transphosphorylierungsreaktion. 
FphA interagiert außerdem mit LreA/B (Purschwitz et al., 2008), wobei eine Aktivierung durch Phos-
phorylierung sattfinden könnte. LreA befindet sich im Dunkeln am Promotor des lichtregulierten Gens 
ccgA und könnte dort, durch Interaktion mit der Histondeacetylase HdaA, eine Kondensierung der 
Promotorregion und somit eine Transkriptionsblockade auslösen. Allerdings zeigte eine lreA-
Deletionsmutante im Dunkeln im Vergleich mit einem Wildtypstamm keine veränderte Expression von 
ccgA. In der aktivierten Form findet eine LreA Interaktion mit der Histonacetyltransferase GcnE statt 
und die Transkription wird begünstigt. Dann verlässt LreA den Promotor und könnte hier mit VipA in-
teragieren (Hedtke et al., 2015). LreB konnte bisher nicht direkt am Promotor nachgewiesen werden. 
Der Einfachheit halber sind im Schema LreA und LreB dennoch immer gemeinsam dargestellt. VeA ist 
sowohl im Licht, als auch im Dunkeln an den Promotor gebunden. Hier wird vermutet, dass die in-
aktive Form im Dunkeln zusätzlich die Expression hemmt, im Licht hingegen ein Austausch gegen die 
durch Phytochrom aktivierte Form stattfindet, welche die Transkription aktiviert. Im Dunkeln wandert 
VeA mittels des Importins KapA in den Zellkern (Stinnett et al., 2007). Hier findet auch die Interaktion 
mit VipA statt. VeA wird hier nun Teil der regulatorischen Velvet Komplexe mit VelB zur Aktivierung 
der sexuellen Entwicklung und mit VelB und LaeA zur Regulation des Sekundärmetabolismus. Der 
dritte Velvet Komplex, bestehend aus VelB und VosA, hemmt die asexuelle Entwicklung (Bayram & 
Braus, 2012). Die genauen Aufgaben von VipA sind hier bisher nicht bekannt. Es wäre allerdings 
denkbar, dass VipA in die Signaltransduktion und somit in die Aktivierung der verschiedenen Proteine, 
eventuell über Phosphorylierung, involviert ist, oder aber die jeweiligen Proteine nach Aktivierung an 







3.3 Eine circadiane Uhr in A. nidulans 
Organismen sind vielen verschiedenen täglich wiederkehrenden Umwelteinflüssen 
unterworfen. Diese können sich im Laufe eines Tages massiv verändern, wie zum 
Beispiel die Temperatur, Luft- und Substratfeuchtigkeit, oder die Lichtverhältnisse. Es 
bietet sich daher an, wenn ein Organismus sich auf rhythmisch wechselnde Einflüsse 
einstellen kann. Hierfür hat sich in fast allen großen Reichen, mit Ausnahme der  
Archaea, eine „innere Uhr“ entwickelt (Baker et al., 2011). In vielen Fällen besteht 
diese Uhr aus einer autoregulatorischen negativen Rückkopplungsschleife (Dunlap, 
1999). Die positiven Elemente dieser Schleife aktivieren die Transkription der negati-
ven Elemente. Diese führen dann wiederum zu einer Hemmung, also einer negativen 
Regulation, der positiven Elemente (Bell-Pedersen et al., 2001; Cheng et al., 2003b). 
Der bestuntersuchte Modellorganismus in Bezug auf die circadiane Rhythmik 
im Pilzreich, ist der filamentöse Ascomycet N. crassa. Schon vor mehr als 50 Jahren 
wurde entdeckt, dass die Konidiosporenbildung in N. crassa circadian reguliert ist 
(Pittendrigh et al., 1959). In N. crassa besteht die Rückkopplungsschleife unter ande-
rem aus den als positives Element wirkenden White Collar Proteinen WC-1 und  
WC-2. Wie in dieser Arbeit schon mehrfach beschrieben wurde, stellt WC-1 einen 
Phototropin-Blaulichtrezeptor dar, welcher mit WC-2 interagiert und somit unter  
anderem auch den Zeitgeber „Licht“ als äußeres Signal in die Regulation der inneren 
Uhr mit einfließen lässt (Cheng et al., 2002; Crosthwaite et al., 1997; Froehlich et al., 
2002). Frequency (FRQ) bildet hingegen, durch Interaktion mit der RNA-Helikase 
FRH, das negative Element (Aronson et al., 1994b; Cheng et al., 2005). FRQ unter-
liegt posttranslationalen Modifikationen, vor allem Phosphorylierungen. Bisher wurde 
davon ausgegangen, dass der Abbau des negativen Elements FRQ den Zyklus 
komplettiert und die Periodenlänge bestimmt. Nun wurde herausgefunden, dass nicht 
der Abbau, sondern vermutlich die Modifikationen selbst bestimmend sind (Kramer, 
2015; Larrondo et al., 2015).  
In A. nidulans gibt es keine offensichtlichen phänotypischen Merkmale, wie 
beispielsweise ein circadian reguliertes Sporulationsverhalten. Auch ein Homolog 
von FRQ, des zentralen Elements der Uhr aus N. crassa, konnte im Genom von A. 
nidulans nicht identifiziert werden. Andere zentrale Komponenten, wie WC-1/2 
(LreA/B) oder die RNA-Helikase FRH (AN4412) sind in A. nidulans gut konserviert 





Homologen AN4412 ist unter anderem momentaner Gegenstand der Forschung in 
unserem Labor. Erste Hinweise lassen auf eine Beteiligung von FRH in der  
Regulation der sexuellen Entwicklung rückschließen. 
Nun stellt sich die Frage, ob es in A. nidulans im Laufe der Evolution zum Ver-
lust des frq Locus, und somit zum Verlust einer funktionellen inneren Uhr kam, wie 
sie in N. crassa bekannt ist. Die Deletion von frq in N.crassa führt zu sehr starken 
Beeinträchtigungen in der Rhythmik der Sporulation. In entsprechender Deletions-
mutante tritt die Sporulation sporadisch und schwach ausgeprägt auf. Die Periode ist 
unregelmäßig und stark verkürzt, außerdem abhängig von den Kulturbedingungen 
und für maximal 3 - 4 Tage beständig (Aronson et al., 1994a). Ein Teil dieser  
Eigenschaften spiegelt sich in den in dieser Arbeit durchgeführten Experimenten zur 
zyklischen ccgA-Expression unter konstanter Belichtung wieder. Hier war ein Zyklus 
detektierbar, dieser belief sich auf 2 – 3 Amplituden. Die Periode differierte nur leicht 
zwischen verschiedenen Experimenten unter gleichen Bedingungen, was wiederum 
für das Vorhandensein einer Uhr, unabhängig von FRQ, spricht. Ebenso ist die ccgA-
Expression durch Licht und Temperatur, also die wichtigsten Zeitgeber einer  
circadianen Uhr, regulierbar. Weitere einblicke könnte die heterologe Expression von 
frq in einem A. nidulans Stamm bieten, um festzustellen ob ein Einfluss auf den  
äußeren Phänotyp, oder auf die Expression potenzieller „clock“- regulierter Gene  
besteht. 
Neben dem fehlenden FRQ Homolog gibt es weitere Unterschiede zwischen 
N. crassa und A. nidulans. Ein weiterer Photosensor, Vivid (VVD), welcher eine Rolle 
bei der Photoadaption spielt, kommt in A. nidulans ebenfalls nicht vor. Inwieweit sich 
VVD auf die Regulation der circadianen Rhythmik auswirkt ist umstritten (Dunlap et 
al., 2007; Schneider et al., 2009). 
Während viele Lichtantworten, im Speziellen im Hinblick auf die circadiane 
Genregulation, in N. crassa stark von WC-1 und WC-2 abhängen, spielt in A.  
nidulans, besonders in Bezug auf die Regulation der ccgA Expression, das  
Phytochrom FphA eine wichtige Rolle (Ballario et al., 1996; Hedtke et al., 2015).  
Ergebnisse dieser Arbeit lassen auf eine Abhängigkeit der zyklischen Genregulation 
von ccgA von der zur Belichtung verwendeten Wellenlänge schließen. Rotbelichtung 
(700 nm) führte zu einer verkürzten Periode von 16 h – 18 h. Blaubelichtung zeigt 
den gleichen Effekt, wie konstante Weißbelichtung, mit einer Periode von etwa 26 h. 





Rotlicht kein zyklisches Luminseszenzsignal detektierbar. Blaubelichtung führte aller-
dings zu einem zyklischen Signal mit einer Periode von etwa 30 h. Diese Ergebnisse 
weisen darauf hin, dass ein zirkulierender Rhythmus der ccgA Expression von  
Phytochrom und einem weiteren, vielleicht bisher unbekanntem Blaulichtrezeptor, 
abhängen. Erste Experimente in einer cryA-Deletionsmutante deuten darauf hin, 
dass Cryptochrom nicht involviert ist (Daten nicht gezeigt). Auch in Pflanzen verläuft 
der Input über verschiedene Photorezeptoren (Millar, 2003). Ein Unterschied der  
Periode in Abhängigkeit zur verwendeten Lichtqualität konnte bisher ebenfalls in  
circadianen Rhythmen von Pflanzen, wie auch von Singvögeln beschrieben werden 
(Halaban, 1969; Malik et al., 2004). Der Aufbau der inneren Uhr ist hier, verglichen 
mit N. crassa, wesentlich komplexer. 
In N. crassa ist unter anderem auch die Transkription einer Glyzerinaldehyd-3-
Phosphat Dehydrogenase rhythmisch reguliert, mit einer Periode von 24 h 
(Shinohara et al., 1998). Dies nahmen Greene et al. zum Anlass, das Expressions-
muster der Glyzerinaldehyd-3-Phosphat Dehydrogenase gpdA aus A. nidulans zu 
untersuchen. Tatsächlich scheint hier eine zyklische Expression von gpdA statt zu 
finden. Die Periodenlänge beträgt allerdings 28 h - 32 h. Somit ist fraglich ob dieser 
Zyklus, per Definition, noch unter die Bezeichnung „circadian“ fällt (Greene et al., 
2003). Interessanter ist hingegen, dass es in A. flavus eine rhythmische Bildung von 
Sklerotien gibt. Sklerotien sind feste pilzliche Überdauerungsstrukturen. Die Periode 
beträgt 33 h, ist also demnach nicht circadian. Trotzdem zeigt die Bildung der  
Sklerotien in A. flavus ansonsten alle Eigenschaften des Outputs einer inneren Uhr 
(Bell-Pedersen et al., 2001; Greene et al., 2003). Die rhythmische Bildung von 
Sklerotien steht allerdings in starker Abhängigkeit zu verwendetem Medium, also 
vermutlich zur C-Quelle. Wie A. nidulans besitzt auch A. flavus kein FRQ und kein 
VVD Homolog (Rodriguez-Romero et al., 2010).  
Mittels des Luciferase-Reportergen Systems unter der Kontrolle des gpdA 
Promotors konnte ebenfalls ein zyklisches Signal detektiert werden. Konstante Blau-
belichtung führte zu einer Periode von 22 h, Rotlicht zu einer Verkürzung der Periode 
auf 17 h. Beide Ergebnisse differieren stark von den Ergebnissen von Greene et al. 
Hier könnte die verwendete Lichtqualität, oder auch das Medium eine Rolle spielen. 
Generell ist festzuhalten, dass gpdA rhythmisch exprimiert wird. Ob diese Expression 





Wie bereits beschrieben ergab sich unter konstantem Weißlicht eine Periode 
des ccgA-Expressionslevels von etwa 26 h. Hier sind lediglich zwei Amplituden  
detektierbar. Im Hinblick auf die Rohdaten (ohne trend correction, Daten nicht  
gezeigt) ist über die Zeit ein starker Anstieg in der Gesamtlumineszenz zu beobach-
ten. Dieser Anstieg des Hintergrundsignals könnte dazu führen, dass weitere 
Amplituden nicht mehr detektierbar sind. Die Fusion einer PEST-Domäne, die dem 
Proteinabbau dient, könnte diesem Problem Abhilfe schaffen. Außerdem zeichnet 
sich hierdurch vermutlich die Amplitude besser ab. In N. crassa war ein solcher  
Versuchsansatz bereits erfolgreich (Cesbron et al., 2013). Konstrukte mit einer  
kommerziellen PEST-Domäne zeigten ein nur sehr schwaches Lumineszenzsignal 
(Daten nicht gezeigt). Vermutlich liegt dies am Codon Bias der PEST-Sequenz.  
Aktuell wird in unserem Labor daran gearbeitet, eine Fusion entsprechender  
Luciferasekonstrukte mit einer Version der für N. crassa Codon optimierten PEST-
Domäne, beziehungsweise der PEST-Domäne des VeA Proteins, zu erstellen. 
Weitere Untersuchungen sind nötig, um die starken Hinweise auf eine innere Uhr von 
A. nidulans hinreichender nachzuweisen und beteiligte Proteine zu entschlüsseln. Es 
ist nicht abwegig, dass hier ein völlig neuartiges circadianes System im Pilzreich  
darauf wartet, entdeckt zu werden. Das Luciferase-Reportersystem ist hierfür ein  
geeignetes Werkzeug, da es bislang keine andere Möglichkeit gibt, einen  













4 Material und Methoden 
4.1 In silico Analysen 
VipA (AN0859) Protein und DNA Sequenzen wurden von der Aspergillus Genome 
Database (http://www.aspergillusgenome.org/) abgerufen. Die cDNA Sequenz wurde 
mit den Daten der bei uns im Labor durchgeführten RNA- Seq verglichen. Mittels 
BLASTp -Suche (basic local alignment search tool) wurde nach ähnlichen Protein-
sequenzen zu VipA (AN0859) gesucht. Hierfür wurde sowohl die NCBI Datenbank 
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi), als auch die Aspergillus Genome Database 
(http://www.aspergillusgenome.org/) durchsucht. Alignments der Gesamtprotein-
sequenz beziehungsweise der FAR1-Domäne-Sequenz wurden mit Clustal Omega 
(http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/) durchgeführt (Sievers & Higgins, 2014). 
Als Input Sequenzen wurden die besten Treffer der Blast Suche verwendet. Optische 
Bearbeitung der Alignments erfolgte mit der Software CLC Sequence viewer (CLC 
bio, Quiagen). Mittels der Neighbour Joining Methode (Saitou & Nei, 1987) wurde 
aus den Clustal Omega Alignments mit Hilfe des Programmes Mega6 (Tamura et al., 
2013) ein Stammbaum erstellt. Verwendet wurde hier ein Bootstrap Wert von 10000 
fach. Die FAR1-Domäne und Prolin-Glutamin reiche Regionen wurden mittels Pfam 
Suche ausfindig gemacht (http://pfam.xfam.org/) (Finn et al., 2014), die NLS Suche 
wurde mit Wolf PSORT durchgeführt (Horton et al., 2007) 
(http://www.genscript.com/psort/wolf_psort.html). Die Suche nach ähnlichen Protein-
strukturen im Vergleich zu der VipA FAR1-Domäne wurde mittels RaptorX 
(http://raptorx.uchicago.edu/ ) durchgeführt (Kallberg et al., 2014). Ein direktes Struk-
turalignment zwischen der WRKY-Zinkfinger-Domäne aus LOM1 aus Reis und der 
FAR1-Domäne aus VipA wurde mittels der Software USCF Chimera 
(http://www.cgl.ucsf.edu/chimera/) durchgeführt (Pettersen et al., 2004). 
 
4.2 Chemikalien 
Die verwendeten Chemikalien und Reagenzien stammten, wenn nicht gesondert 
aufgeführt, von den Firmen AppliChem (Darmstadt), Roth (Karlsruhe), Sigma-Aldrich 
(Steinheim), Merck (Darmstadt) und Biozym (Hessisch Oldendorf).  




Restriktionsenzyme und Protein- oder DNA- Marker stammten von New England  
Biolabs (Frankfurt) und Fermentas (St. Leon-Rot). 
 
4.3 Organismen 
In nachfolgenden Tabellen finden sich die Organismen (A. nidulans und Escherichia 
coli), sowie die Plasmide, welche in dieser Arbeit verwendet wurden. 
 
Tabelle 1: Verwendete Stämme (A. nidulans und E. coli) 
Stamm Genotyp Referenz 
A. nidulans 
FGSCA4 veA+  Fungal Genetic Stock 
Center, Kansas, USA 
FGSCA1153 yA2; pabaA1; argB2; pyroA4; nkuA::bar; veA+ Fungal Genetic Stock 
Center, Kansas, USA 
GR5 pyrG89; wA3; pyroA4; veA1 
G. May, Houston, USA 
SKV103 pyrG89; pyroA4; veA+ 
Kay Vienken, Karlsruhe 
TN02A3 pyrG89; pyroA4;argB2, nkuA::argB; veA1 Fungal Genetic Stock 
Center, Kansas, USA 
SJR2 pyrG89; pyroA4; nkuA::bar; veA+ Julio Rodriguez,  
Karlsruhe 
SJR6 FGSCA1153 X SKV103; yA2; pyroA4; pabaA1; 
argB2; nkuA::bar; veA+ 
Julio Rodriguez,  
Karlsruhe 




SJR17 pJR17 (lucA; argB) in SJR6; yA2; pabaA1; pyroA4; 
nkuA::bar; veA+ 
Julio Rodriguez,  
Karlsruhe 
SJR21 pJR19 (ccgA(p)::lucA; argB) in SJR6; yA2, pabaA1; 
pyroA4; nkuA::bar; veA+ 
Julio Rodriguez,  
Karlsruhe 
SJR33 SJP21 X SJR21; yA2; ∆lreA; ∆lreB; ∆fphA; 
pccgA::lucA; pyroA4; nku::bar; veA+ 
Julio Rodriguez,  
Karlsruhe 
SJR38 pJR22 (gpdA(p)::lucA; argB) in SJR6; yA2; pabaA1; 
pyroA4; nkuA::bar; veA+ 
Julio Rodriguez,  
Karlsruhe 
SCK44 ∆cryA::ptrA in FGSCA1153; yA2; pabaA1; argB2; 
pyroA4; nkuA::bar; veA+ 
Röhrig et al., 2014 
DVAR1 pabaA1; yA2; ∆argB::trpC; trpC801; ∆veA::argB Kim et al., 2002 
SJP1 pyrG89; ∆argB::trpC∆B; pyroA4; ∆fphA::argB; veA+ Purschwitz et al., 2008 
SJP22 pJP19 (fphA(p)::fphA; pyr4) in SJP1; pyroA4; veA+ Purschwitz et al., 2008 
SJP53 pJP2 (alcA(p)::GFP::fphA; pyr4) in SKV103; pyroA4; 
veA+ 
Janina Purschwitz,  
Karlsruhe 
SSM8 pCK6 (alcA::GFP::lreA; pyr4) in GR5; wA3; pyroA4; 
veA1 
Sylvia Müller, Karlsruhe 
SSM12 pSM17 (alcA::3xHA::VeA; pyr4) in GR5; wA3; py-
roAA4; veA1 
Sylvia Müller, Karlsruhe 
SSM39 pAB14 (alcA::fphA::3xHA; argB) + pNZ11 in SKV103; 
pyrG89; veA+ 
Sylvia Müller, Karlsruhe 
SSM45 pSM15 (alcA::3xHA::lreA; pyr4) in SKV103; pyroA4; 
veA+ 
Sylvia Müller, Karlsruhe 




SSM46 pSM41 (alcA::GFP::lreA; pyro) in SKV103; pyrG89; 
veA+ 
Sylvia Müller, Karlsruhe 
SRJ1 pCK33 in SKV103, pyroA4; veA+ Diese Arbeit 
SRJ2 pRJ1 und pCK1 in SKV103; veA+ Diese Arbeit 
SRJ3 ∆vipA::AfpyrG in SJR2; pyroA4; ∆nkuA; veA+  Diese Arbeit 
SRJ4 pyroA4; ∆vipA; veA+ (SRJ3 X SRJ5) Diese Arbeit 
SRJ5 pNZ11 in SKV103; pyrG89; veA+ Diese Arbeit 
SRJ6 pRJ5 in SRJ3; pyroA4; ∆nkuA; veA+ Diese Arbeit 
SRJ7 pAB4-1 in SKV103; pyroA4; veA+ Diese Arbeit 
SRJ9 pRJ10 in SKV103; pyroA4; veA+ Diese Arbeit 
SRJ11 pCK33 in SSM39; veA+ Diese Arbeit 
SRJ12 pRJ4 in SSM45; veA+ Diese Arbeit 
SRJ14 pRJ1 und pCK7 in SKV103; veA+ Diese Arbeit 
SRJ15 pRJ1 und pCK3 in SKV103; veA+ Diese Arbeit 
SRJ16 pRJ1 und pJP5 in SKV103; veA+ Diese Arbeit 
SRJ18  ∆veA (SRJ3 X DVAR1) Diese Arbeit 
SRJ20 ∆vipA; ∆veA (SRJ3 X DVAR1) Diese Arbeit 
SRJ22 pRJ5 in SRJ4; veA+ Diese Arbeit 




SRJ24 pRJ10 und pNZ11 in SJP53; veA+ Diese Arbeit 
SRJ31 pRJ10 und pNZ11 in SSM8; veA1 Diese Arbeit 
SRJ32 pCK33 in SSM46; veA+ Diese Arbeit 
SRJ33 pRJ6 (cryA(p)::cryA, pyro) in FGSCA1153, yA2, 
pabaA1; argB2; nkuA::bar; veA+ 
Diese Arbeit 
E. coli 
Top10 F- mcrA D(mrr-hsdRMS-mcrBC), Æ80lacZDM15 
DlacX74, recA1,araD139 D(ara-leu)7679, galU, galK, 
rpsL (StrR) endA1, nupG 
Invitrogen, Leek, NL 
 
4.3.1 Kultivierung der Organismen 
In nachfolgenden Tabellen findet sich die Zusammensetzung der verwendeten Nähr-
medien für E. coli und A. nidulans, sowie verwendete Antibiotika, Auxotrophiemarker 
und andere verwendete Selektionsmarker. Für Festmedien wurden zusätzlich 15 g 
für Topmedium 7,5 g Agar pro Liter zugegeben. Generell wurden E. coli Medien, wie 
in Sambrock et al. (Maniatis et al., 1984) beschrieben, angesetzt. Die A. nidulans 
Medien wurden wie in Pontecorvo et al.(Pontecorvo et al., 1953) beschrieben herge-
stellt. 
Die Inkubation fand, falls nicht anders beschrieben, aerob bei 37°C statt.  
Flüssigkulturen wurden bei 180 rpm im Schüttelinkubator inkubiert. Medien wurden 
20 min bei 121°C und 1 bar Druck autoklaviert, hitzeempfindliche Bestandteile, wie 
Antibiotika, Vitamine oder Aminosäuren wurden sterilfiltriert (Porengröße 0,25 µm) 








Tabelle 2: Verwendete Medien für E. coli 
Verwendete Medien E.coli Zusammensetzung je auf 1l 
Luria-Bertani (LB) 10 g Trypton; 10 g Hefeextrakt; 5 g NaCl; pH 7 
SOC 
20 g Trypton; 5 g Hefeextrakt; 0,58 g NaCl; 0,185 g KCl; 2,03 g 
MgCl2 x 7 H2O; 2,46 g MgSO4 x 7 H2O; 3,6 g Glukose 
  
Als Selektionsmarker für E. coli in  LB Medium wurde Ampicillin (100 mg / l) verwen-
det. 
 
Tabelle 3: Verwendete Medien für A. nidulans 
Verwendete Medien A. nidulans Zusammensetzung je auf 1l 
Minimalmedium (MM) 50 ml Salz-Stammlösung; 1 ml Spurenelementelösung; 
als alternative C-Quelle: (z. B. 20 g Glukose, 2% Glyze-
rin, 20 g Threonin, 20 ml 96%iges Ethanol) mit 10 N 
NaOH-Lösung auf pH ~6,5 eingestellt; zur Regeneration 
von Protoplasten mit 0,6 M KCl supplementiert 
20x Salz-Stammlösung 120 g NaNO3; 10,4 g KCl; 10,4 g MgSO4 x 7 H2O; 30,4 g 
KH2PO4 
1000x Spurenelementlösung 22 g ZnSO4 x 7 H2O; 11 g H3BO3; 5 g MnCl2 x 4 H2O; 5 
g FeSO4 x 7 H2O 1,6 g CoCl2 x 5 H2O; 1,6g CuSO4 x 5 
H2O; 1,1 g (NH4)6Mo7O24 x 4 H2O; 50 g Na4 EDTA; mit 
KOH auf pH 6,5 - 6,8 eingestellt 
1000x Vitaminlösung 0,1 g D-Biotin; 0,1 g Pyridoxin-HCl; 0,1 g Thiamin-HCl; 
0,1 g Ribofllavin; 0,1 g p-Aminobenzoesäure; 0,1 g 
Nicotinsäure 
Komplexmedium (CM) 50 ml Salz-Stammlösung; 20 g Glukose; 2 g Pepton; 1 g 
Hefeextrakt; 1 g Casaminosäuren; 1 ml Vitaminlösung; 
1 ml Spurenelementlösung; mit 10 N NaOH-Lösung auf 
pH ~6,5 eingestellt 
 





Tabelle 4: Verwendete Auxotrophiesubstanzen und andere Medienzusätze für A. nidulans 
Verwendete Auxotrophiesubstanzen und 
andere Medienzusätze A. nidulans 
Eingesetzte Konzentration auf einen Liter 
Arginin 10 ml 100x Argininlösung (500 mM) 
Uracil 1 g 





























4.4 Molekularbiologische Methoden 
4.4.1 Plasmide 
 
Tabelle 6: Verwendete Plasmide 
Plasmid Beschreibung Referenz 
pMCB17apx alcA(p)::GFP; pyr4 aus N. crassa; zur N-
terminalen Fusion von GFP an das Ziel-
protein 
V. Efimov, Piscataway, USA 
pAB4-1 Co-Trafo Vektor mit pyrG aus A. niger Mattern et al, 1987 
pNZ11 Co-Trafo Vektor Af pyroA 1700bp PCR 
Fragment mit NotI in TOPO pCR2.1 (Invi-
trogen) 
Nadine Zekert, Karlsruhe 
pCK1 alcA(p)::YFP_CT::veA; ORF mit AscI und 
PacI in pJP5 
Christian Kastner, Karlsruhe 
pCK3 alcA(p):: YFP-C-Term::lreB, in pJP5; pyr4 Purschwitz et al., 2008 
pCK7 alcA(p):: YFP-C-Term::lreA, in pJP5; pyr4 Purschwitz et al., 2008 
pCK33 vipA_ORF mit AscI und PacI in 
pMCB17apx; pyr4 
Christian Kastner, Karlsruhe 
pJP5 alcA(p):: YFP-C-Term::LreB, (backbone 
aus pMCB17apx); pyr4 
Purschwitz et al., 2008 
pDV7 GFP ersetzt durch YFP_N-term und pyr4 
ersetzt durch pyroA4 in pMCB17apx 
Daniel Veith, Karlsruhe 
pSM14 pMCB17apx mit 3xHA-Tag in KpnI & 
AscI, pyr4 (GFP ersetzt durch HA-Tag) 
Sylvia Müller, Karlsruhe 
pRJ1 alcA(p)::YFP_NT::vipA; ORF mit AscI 
und PacI in pDV7; pyro 
Diese Arbeit 
   




pRJ4 alcA::GFP::vipA, ORF mit AscI und PacI 
in pNZ56 (pMCB17apx mit pyro statt 
pyr4) 
Diese Arbeit 
pRJ5 vipA ORF +1000bp up/down mit AvrII 
und PacI in pNZ56 (pMCB17apx mit pyro 
statt pyr4) 
Diese Arbeit 
pRJ6 cryA ORF 1000bp up/down mit AvrII und 
PacI in pRM12 (backbone: pMCB17apx 
mit pyro) 
Diese Arbeit 
pRJ10 alcA(p)::3xHA::vipA, ORF mit AscI und 
PacI in pSM14; pyr4 
Diese Arbeit 
 
4.4.2 E.coli Transformation 
Für die E. coli Transformation wurden je 50 µl einer Top10 Zellkultur (-80°C Lager-
temperatur) auf Eis aufgetaut. Dann wurden 5 µl der zu transformierenden Plasmid-
DNA oder 7 µl eines Ligationsansatzes zugegeben und 20 min auf Eis inkubiert. Es 
folgte ein 45 sekündiger Hitzeschock bei 42°C, danach wurden 200 µl SOC Medium 
zugegeben, anschließend wurde 1h schüttelnd inkubiert (37°C). Schließlich wurde 
der Transformationsansatz auf eine LB Agarplatte mit Ampicillin ausplattiert und dann 
für 12 h - 16 h bei 37° inkubiert. 
 
4.4.3 Plasmid-DNA Präparation aus E. coli 
Die DNA „Mini-Präparation“ erfolgte nach der Kaliumacetat-Methode zum Isolieren 








Tabelle 7: DNA-Mini Präparation - Verwende Substanzen 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
Zell Suspensions Puffer 50 mM Tris-HCl pH 7,5; 10 mM EDTA pH 8,0; 0,1 
mg/ml RNAse 
Zell-Lyse Puffer 0,2 M NaOH; 1% SDS 
Kalium Acetat 1,5 M KAc, pH 4,8 
TE 10 mM Tris HCl pH 7,4; 1 mM EDTA pH 8,0 
 
Die aus der E. coli-Tranformation stammenden Kolonien wurden gepickt und in  
Reagenzgläser mit 2 ml LB Medium mit Ampicillin überführt, anschließend über 
Nacht bei 37°C und 180 rpm inkubiert. Die über Nacht Kultur wurde in ein 2 ml  
Eppendorf Tube überführt und zentrifugiert (5 min, 13000 rpm). Das Pellet wurde 
dann in 200 µl Zell Suspensions-Puffer resuspendiert und mit 200 µl Zell-Lyse Puffer 
versetzt. Es folgten 3 min Inkubation bei Raumtemperatur. Nach Zugabe von 200 µl 
Kalium Acetat wurde 3 min auf Eis inkubiert. Nach anschließender Zentrifugation  
(5 min, 13000 rpm) wurde der Überstand in ein frisches Eppendorf Tube überführt 
und mit 500 µl Isopropanol (100%) versetzt. Danach wurde für 5 min bei -20°C  
inkubiert, anschließend wieder zentrifugiert (5 min, 13000rpm) und der Überstand 
verworfen, das DNA-Pellet mit 70% Ethanol gewaschen, dann getrocknet. Schließlich 
wurde die DNA in 25 µl H2O dest. gelöst (68°C, schüttelnd). 
Für Präperationen von Plasmiden zur Aspergillus Protoplasten Transformation wurde 
die E. coli Plasmid Präparation mittels des Plasmid Mini Kits von Machery und 
Naegel nach beiliegendem Protokoll durchgeführt. 
 
4.4.4 Restriktionsverdau von DNA 
Der Restriktionsverdau erfolgte nach Angaben des Enzymherstellers in empfohlenem 
Puffer bei empfohlener Temperatur (Hersteller: New England Biolabs, Frankfurt am 
Main). Es wurden im 10 µl Ansatz etwa 0,2 µl Enzymlösung verwendet. Es wurde in 
der Regel eine Stunde verdaut, der Verdau wurde dann auf einem Gel aufgetrennt. 




4.4.5 Agarose-Gelelektrophorese und Isolierung von DNA Fragmenten aus Aga-
rosegelen 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
0,5x TAE-Puffer 40 mM Tris-Acetat pH 8.0; 1 mM EDTA 
 
DNA Fragmente wurden in 1% Agarose Gelen (1% Agarose in 0,5x TAE-Puffer) in 
0,5x TAE-Puffer aufgetrennt. Die Proben wurden mit 6x Ladepuffer vermischt und 
aufgetragen, als Größenvergleich diente der 2log DNA Ladder-Mix, der 100 bp  
Ladder-Mix oder der 1 kb Ladder-Mix (Ladepuffer und Ladder-Mixe von New England 
Biolabs, Frankfurt am Main). Anschließend wurden die Gele im Ethidium-Bromid Bad 
gefärbt, dann unter UV-Beleuchtung angeschaut und fotographiert. 
Die Isolierung von DNA-Fragmeten aus Agarosegelen erfolgte nach Ausschneiden 
der jeweiligen Banden mittels des Gel DNA Purification Kit von ZymoClean. 
 
4.4.6 Klonierung 
Sowohl das zu Klonierende Fragment als auch der Zielvektor wurden per  
Restriktionsverdau geschnitten und über ein Gel aufgetrennt und daraus isoliert. Die 
Konzentration der Insert- bzw. Vektor-DNA wurden am Nanodrop bestimmt.  
Ligationen wurden mit der T4-Ligase von NEB (Frankfurt) bei 23°C für 1,5 h oder bei 
16°C über Nacht in einem Volumen von 10-20 l durchgeführt. Die Ligation wurde im 











4.4.7 A. nidulans Protoplasten Transformation 
 
Tabelle 8: A. nidulans Protoplasten-Transformation, verwendete Substanzen 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
Myzel Waschlösung 0,6M MgSO4 in H2O dest 
Osmotisches Medium 1,2M MgSO4, 10mM Natrium Phosphat Puffer(pH 
5,8) 
Überschichtungs-Puffer 0,6M Sorbitol, 0,1M Tris HCl pH7,0 
STC (1x) 1,2M Sorbitol, 10mM CaCl2, 10mM Tris-HCl pH 
7,0 
PEG (Poly-Ethylen-Glykol) 60% PEG 4000, 10mM CaCl2, 10mM Tris 
Natrium Phosphat Puffer (pH 5,8) 10mM NaH2PO4, 10mM Na2HPO4 in H2O dest, 
pH 5,8 einstellen durch Zugabe von Na2HPO4 
 
Die Konidiosporen einer dichtbewachsenen MM Agar Platte mit den jeweiligen  
Selektionsmarkern wurden in 4 ml Minimalmedium in Suspension gebracht. Mit  
dieser Sporensuspension wurden 150 ml MM mit entsprechenden Selektionsmarkern 
in einem 1 l-Erlenmeyerkolben angeimpft und für 12 h - 16 h schüttelnd inkubiert 
(30°C, 165 rpm). Nun wurde die Kultur über Miracloth gefiltert, mit etwa 150 ml  
destilliertem Wasser gewaschen, 1-2 g des Myzels in ein 50 ml Falcontube gegeben 
und mit 5 ml Osmotischem Medium versetzt. Nach Zugabe von Glucanex (200 mg) 
wurde für 1,5 h bei 30°C langsam schüttelnd (65 rpm) verdaut. Anschließend wurde 
der Verdau mit 10 ml Überschichtungs-Puffer überschichtet und zentrifugiert (15 min, 
5000 rpm, 4°C im Freischwingrotor in „slow start“ Position). Die Protoplastenbande 
wurde nun mit einer Pasteurpipette in ein neues 50 ml Falcontube überführt, mit 10 
ml 1xSTC versetzt und zentrifugiert (10 min, 5000 rpm, 4°C). Nach Verwerfen des 
Überstandes wurde das Protoplastenpellet in 300-500 µl STC gelöst, davon wurden 
je 100 µl für die Transformation verwendet.  
Je 0,5-5 µg aufgereinigte Plasmid-DNA (bei Co-Transformationen gleiche 
Menge je Plasmid) wurde mit 100 µl Protoplastensuspension versetzt. Nun wurden 




50 µl PEG-Lösung zugegeben, gut vermischt und 20 min auf Eis inkubiert. Anschlie-
ßend wurde 1 ml PEG-Lösung zugegeben, gut gemischt, dann 20 min bei Raum-
temperatur inkubiert. Der jeweilige Transformationsansatz wurde dann mit 25 ml  
etwa 45°C warmem Minimalmedium-KCl-Topagar in einem Falcontube vermischt 
und dann in eine Petrischale gegossen. Die Platten wurden für 2 - 3 Tage bei 37°C 
inkubiert um anschließend potenzielle Transformanden zu picken. 
 
4.4.8 Präparation genomischer DNA aus A. nidulans 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
Extraktions-Puffer 50 mM EDTA pH 8,0; 0,2% SDS  
 
Es wurde eine Übernachtkultur in einer kleinen Petrischale mit flüssigem Minimalme-
dium, versetzt mit benötigten Auxotrophiesubstanzen, angesetzt und bei 37°C inku-
biert. Anschließend wurde die Kahmhaut abgenommen und zwischen zwei mit  
Miracloth bedeckten Papiertüchern trockengepresst. Das Myzel wurde in flüssigem 
Stickstoff gemörsert und in ein Eppendorf Tube überführt, mit 1ml Extraktionspuffer 
vermischt und 1,5 h bei 68°C inkubiert. Nach Zentrifugation (5 min, 13000 rpm)  
wurde der Überstand vorsichtig und sauber abgenommen, in ein neues Eppendorf 
Tube überführt und mit 500 µl Isopropanol (100%) vermischt. Nach 5 minütiger  
Inkubation auf Eis wurde nochmals zentrifugiert (5 min, 13000 rpm). Das DNA Pellet 
wurde nun mit Ethanol (70%) gewaschen und anschließend bei 68°C getrocknet. Die 




Für die PCR wurde Taq- oder Phusion-Polymerase mit den je zugehörigen Reakti-
onspuffern von New England Biolabs (Frankfurt am Main) nach Angaben des  
Herstellers verwendet. Oligonukleotide wurden von der Firma Roth (Karlsruhe) her-
gestellt und mit einer Endkonzentration von je 0,4 pmol/ml in Ansätzen mit 25 µl 




Endvolumen verwendet. Pro Ansatz wurden etwa 10-50 ng genomische DNA bzw. ca 
10 ng Plasmid-DNA zugegeben. Sämtliche PCR Reaktionen erfolgten in einem Rapid 
Cycler von Biometra oder in einem Labcycler der Firma SensoQuest. Die PCR  
Programme wurden, je nach erwarteter Fragmentgröße, Oligonukleotiddesign und 
verwendeter Polymerase in der Annealingtemperatur und der Polymerisationsdauer 
variiert. Die Denaturierung fand bei 95°C (Taq) oder 98°C (Phusion) statt, die  
Polymerisationstemperatur lag bei 68 - 72°C.  
 
Tabelle 9: Verwendete Oligonukleotide 
Bezeichnung Sequenz (von 3’ nach 5’) Beschreibung 
P1 vipA KO GGC TAC TAG TCA AAC CCA CTC T 
Fusions PCR für 
das Erstellen der 
Knockout Kassette 
für den  vipA ORF 
P2 vipA KO AGC TGT CAC CTA TAT TCG CCA TAG 
P3 vipA KO pyrGlink AGG GTG AAG AGC ATT GTT TGA GGC GCA TCG 
GGC TTG TAC CTG ACA G 
P4 vipA KO CGCATCAGTGCCTCCTCTCAGACAG GAT TCT AGT 
ATA GGC GTT TTT G 
VipA P5 GTT GTT CTT GGT TCG CCG ACT G 
VipA P6 CGA CAT CGA GAG AAA GAA GT 
pyrG_cas_F CGCCTCAAACAATGCTCTTCACC Primer für die Af-
pyrG Knockout Kas-
sette  pyrG_cas_R CTGTCTGAGAGGAGGCACTGAT 
vipA_ORF forward mit 
AscI 
CAGTTAGGCGCGCCTATGGAGCAGGCTCAGCAGTTC 
vipA Open Reading 
Frame für Klonier-
ung in pMCB17apx vipA_ORF reverse mit 
PacI 
CAGTTATTAATTAACTCAGAACAGCGTGTCGTACAG 
Vip_RekFor_AvrII CTTG CCTAGG CGG TTC ACT ATC TAC CAG GGA für Klonierung in 
pMCB17apx; Kom-
plementation vipA VipA_Rek R_PacI GCAGGTTAATTAACCGAAGAGGTATAGAGGAAGG 
cryA Rek_AvrIIfw TCTAGGCCTAGGGTGCAGGATGATCGCATCGACA cryA für Rekomple-
mentation in 
pMCB17apx cryA Rek_PacIrev GTTGAGTTAATTAAGTTCTTTGCCATTTCGGCCAGC   
vipA_ORF_for RTQ GATGCCACATATCGCACCGA 
vipA für qRT PCR 
vipA_ORF_rev RTQ CACGACCTTTGTTGGTTCGCT 









veA für qRT PCR 
veA qPCR rev AAAGTCGTGTGTGCGAACCC 
PJR4 GGCGTCGAGGCCATGTT 








lreA für qRT PCR 
lreA_RTQ_rev CTGAGTTGAAGAGACCATGCC 
lreB_RTQ_fw ACCTGTCTACTAGAGGCGCAT 
lreB für qRT PCR 
lreB_RTQ_rev AGGAAGACGCCTTGACAGAGT 
fphA_RTQ_fw ATGGAGGCGCTGTTGGATACAA 
fphA für qRT PCR 
fphA_RTQ_rev CAGATCTATGCTCATCGTCGGA 
1403 fw RTQ CTCAGCAGGTCATGGCAAGC 
AN1403 für qRT 
PCR 
1403 rev RTQ GTTGATTTGGGAGTGACGGAATAG 
ChIP_RTQ 1403f1 CACATGGTCGAAGTCTTAACGG 
AN1403 für ChIP 
qRT PCR PP1 
ChIP_RTQ 1403r1 CTGATTACTGCTGTGGTCGAAAC 
ChIP_RTQ 1403f2 GAACTGGAGGCGTGTGTGC AN1403 für ChIP 
qRT PCR PP2 über 
Bindemotiv ChIP_RTQ 1403r2 CTGACCAAAGGAGGGCCAC 
Real-actA fw CTTCTCAACATCCAACTCCC Aktin Negativkon-
trolle (actA(p)) für 










4.4.10  Southern Blot Analyse 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung für 1l 
20x SSC 3 M NaCl; 0,3 M NaCitrat; pH 7,0 
Maleinsäurepuffer 100 mM Maleinsäure; 150 mM NaCl 
10xBlockier Reagenz 10% Blocking Reagenz (Roche); Maleinsäurepuf-
fer 
Denaturierungspuffer 0,5 M NaOH; 1,5 M NaCl 
Neutralisierungspuffer 0,5M TrisHCl, pH 7; 1,5 M NaCl 
DIG Standard Hyb Puffer 5x SSC; 0,2% SDS; 1% Blocking Reagenz, 0,1% 
N-Laurylsarcosin 
2x Waschlösung 2x SSC; 0,1% SDS; dH2O 
0,5x Waschlösung 0,5x SSC; 0,1% SDS; dH2O 
Waschpuffer Maleinsäurepuffer mit 0,3% Tween20 
Blockierpuffer 1% Blockier Reagenz in Maleinsäurepuffer 
AP Puffer 0,1M TrisHCl pH 9,5; 0,1 M NaCl; 50 mM MgCl2 
 
Nach Präparation der genomischen DNA der A. nidulans Stämme SRJ3 und SJR2 
und Vorbereitung eine DIG- Oxygenin gelabelten Sonde gegen die Left – und Right 
Border des VipA Open Reading Frames mittels PCR mit DIG gelabelten dUTPs von 
Roche (Mannheim), wurde nach einem geeigneten Restriktionsenzym gesucht, um 
im Vergleich der beiden Stämme auf dem späteren Blot einen Bandenunterschied 
nach Hybridisierung mit besagter Sonde zu detektieren. Als Restriktionsenzym wurde 
SspI gewählt, welches im Stamm SJR2 zu in der Southern Blot Analyse zu einer 
Bande bei 4450 bp führt, wohingegen der Stamm SRJ3 zwei Banden (2026 bp und 
3331 bp) zeigt.  
Anfangs wurde die genomische DNA mit dem Restriktionsenzym SspI über 
Nacht bei 37°C verdaut. Am nächsten Tag wurden die jeweiligen Verdauansätze gel-
elektrophoretisch aufgetrennt. Die Marker Banden wurden nach Ethidiumbromid-




färbung durch kleine Einstiche ins Gel markiert. Es folgte die Depurinierung. Hierfür 
wurde das Gel 15 min in 250 mM HCl geschwenkt. Anschließend wurde das Gel bei 
Raumtemperatur erst zwei mal 15 min in Denaturierungspuffer (0,5 M NaOH; 1,5 M 
NaCL) dann zweimal 15 min in Neutralisierungspuffer (0,5 M Tris HCl, pH 7,5; 1,5 M 
NaCl) gewaschen. Es folgte die Equilibrierung des Gels für 10 min  bei Raum-
temperatur in 20xSSC.  
Für den Blot wurde eine Nylon Membran der Firma Roth verwendet. Diese 
wurde 3 min in 0,5x SSC, dann 1 min in 20x SSC gegeben und anschließend für den 
Blot verwendet. Der Aufbau erfolgte folgendermaßen: 
Glasplatte – Brücke aus Whatman Papier vollgesaugt mit 20x SSC – Gel – Membran 
– zwei Lagen Whatman Papier trocken – Papierhandtücher – Glasplatte mit Gewicht 
beschwert.  
Der Kappillartransfer fand über Nacht statt.  
Bei Blotabbau wurden die durch Löcher markierten Markerbanden im Gel mit einem 
Bleistift auf die Membran übertragen. Dann wurde die Membran in einem UV Cross-
linker (Stratagene) bei 254 nm je 2 min pro Seite mit UV Licht bestrahlt. Es folgt die 
Prähybridisierung der Membran drehend bei 68°C für zwei Stunden in DIG Standard 
HYB Puffer mit Blocking Solution. Anschließend wurde über Nacht mit der Sonde 
hybridisiert (68°C, DIG Standard Hyb Puffer mit Blocking Solution und der vorher 3 
min bei 98°C denaturierten Sonde). 
Die Sonde im Hybridisierungspuffer kann eingefroren und mehrfach wieder 
verwendet werden. Die Membran wurde nun zweimal je 5 min bei Raumtemperatur 
mit 2x Waschlösung gewaschen, anschließend zweimal 15 min bei 68°C mit 0,5x 
Waschlösung und 5 min in Waschpuffer. Nun wurde 30 min in Maleinsäurepuffer mit 
Blocking Reagenz bei Raumtemperatur geblockt, dann Anti DIG Fab Fragmente von 
Roche zugegeben (5 µl in 50 ml Maleinsäurepuffer mit Blocking Reagenz). Nach 
drehender Inkubation mit dem Antikörper bei Raumtemperatur wurden weiter zwei 
Male mit Waschpuffer gewaschen, dann wurde die Membran für 5 min in AP Puffer 
equilibriert und schließlich mit CDP-Star (Roche, 5 µl in 500 µl AP Puffer) inkubiert. 
Detektiert wurde das Signal mittels Lumi-Imager. 
 
 




4.4.11 Chromatin Immunopräzipitation 
Tabelle 10: Chromatin Immunopräzipitation – verwendete Substanzen 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
Puffer 1 (Lysis Buffer) 50 mM HEPES KOH (pH 7.5); 140 mM NaCl; 1 
mM EDTA(pH 7.5); 1% Triton X-100; 0.1% Natri-
umdesoxycholat 
Puffer 2 (High Salt Buffer) 50 mM HEPES KOH (pH 7.5); 500 mM NaCl; 1 
mM EDTA(pH 7.5); 1% Triton X-100; 0.1% Natri-
umdesoxycholat 
Puffer 3 (Wash Buffer) 10 mM Tris-HCl pH 7,5; 1 mM EDTA (pH 7,5); 
0,25 M LiCl; 0,5% Nonidet P-40; 0,5% Natrium-
desoxycholat 
Puffer 4 (Elution Buffer) 50 mM Tris-HCl pH 7,5; 1 mM EDTA; 1% SDS 
TE 10 mM Tris-HCL pH 7,5 
TE/Proteinase K 
 
0,4 mg/ml Proteinase K in TE 
Verwendet wurde der Stamm SRJ9. Mittels einer Sporensuspension gleichmäßig 
angeimpfte mittelgroße Petrischalen wurden 2 - 3 Tage im Dunkeln bei 37°C  
inkubiert, bis sie dicht bewachsen waren. Anschließend wurde ein Teil der Platten mit 
Weißlicht belichtet. Die Sporen wurden dann in 10 ml H2O dest mit 0,2% Tween20 
und 1% Formaldehyd aufgenommen und im Falcon 30 min geschüttelt. Anschließend 
wurde pro Probe Glyzin zugegeben (Endkonzentration: 125 mM). Nach  
Zentrifugieren für 7 min bei 5000 rpm wurden die Sporen mit H2O und 0,2%Tween 
gewaschen und nochmals zentrifugiert. Das Sporenpellet wurde dann in 1 ml Puffer 1 
aufgenommen, mit 1 µl Protease Inhibitor Cocktail (Sigma) versetzt und dann 20 min 
lang  auf Eis sonifiziert wobei alle 10 Sekunden ein 5 Sekunden langer Puls mit einer 
Amplitude von 40% abgegeben wurde, um die Sporenhülle zu zerstören und die 
DNA zu scheren. Anschließend wurde zentrifugiert (13000 rpm; 15 min; 4°C) und mit 
dem Überstand weitergearbeitet. 500 µl wurden nun für die Präzipitation verwendet 
(IP), während 50 µl als nicht präzipitierte Kontrolle verwendet wurden (Input). Für die 




Präzipitation wurden 50 µl Anti HA Agarose Beads zugegeben, dann folgten 3 h 
Stunden drehende Inkubation bei 4°C. Nun wurde zentrifugiert (5000 rpm; 1 min; 
4°C) um die gebundenen Proteine zu fällen, wobei der Überstand verworfen wurde. 
Das Pellet wurde in 12 Waschschritten dreimal mit Puffer 1, dreimal mit Puffer2, 
dreimal mit Puffer3 und dreimal mit TE gewaschen. Zwischen den Waschschritten 
und vor dem Eluieren wurde je 1 min bei 5000 rpm und 4°C zentrifugiert. Das  
Protein-DNA-Präzipitat wurde nun mit 125 µl Puffer 4 für 15min bei 65°C inkubiert. 
Es folgte die Zugabe von 125 µl TE/1% SDS und erneut eine Inkubation bei 65°C (10 
min). Zu den Input Proben wurden je 200 µl TE/1% SDS gegeben. Alle Proben  
wurden nun 5 min auf 95°C erhitzt, dann, nach einer weiteren Zentrifugation(5000 
rpm; 1 min) wurde der entstandene Überstand abgenommen und in ein neues  
Reagiergefäß überführt. Es folgten die Zugabe von 15 µl TE/Proteinase K und eine 
weitere Inkubation(1,5 h; 37°C) zum Verdau der Proteine. 
Die in den IP und in den Input Proben enthaltene DNA wurde mittels ZymoClean 
ChIP DNA Clean up and Concentrator Kit, wie im dazugehörigen Protokoll beschrie-
ben, gereinigt und in 30 µl H2O dest. gelöst. 
 
ChIP-quantitative Realtime PCR 
Für die quantitative Realtime PCR wurde je 1 Mastermix pro verwendetem Primer-
paar angesetzt. Hierfür wurde das SensiFast SYBR and FLuorescein Kit von Bioline 
(Lückenwalde) nach Angaben des Herstellers verwendet, bei einem Maßstab von 25 
µl pro Ansatz. Gewählt wurden Primer zur Amplifikation zweier je etwa 100 bp  
großen Fragmente des Promotors von AN1403 (Primer: ChIP_RTQ 1403f1, 
ChIP_RTQ 1403r1; ChIP_RTQ 1403f2, ChIP_RTQ 1403r2), sowie des als Negativ-
kontrolle verwendeten actA Promotors (Primer: Real-actA-fw; Real-actA-rv). Als  
Matrize dienten je 2 µl der IP beziehungsweise 2 µl einer 1:10 Verdünnung der Input 
Probe. Zur Bestimmung der relativen DNA Menge wurde aus einer der Input Proben 
eine Verdünnungsreihe erstellt und diente während der PCR zum Erstellen einer 
Eichkurve. Es wurde folgendes PCR Programm genutzt: 
 
 




Pol Aktivierung  95°C; 2.30min 
  
Denaturierung  95°C; 10sec  
Primer Annealing  58°C; 30sec 
+ Polymerisation 
Dissoziationskurve 95°C; 1min 
   55°C; 1min 
Schmelzkurve  55°C; 10sec  (80 Zyklen, pro Zyklus wurde die Temperatur um 0,5°C verringert) 
 
Anschließend wurde das Verhältnis von IP zu Input bestimmt. Alle Proben wurden im 
Duplikat bearbeitet, außerdem im technischen Duplikat. 
 
4.4.12 Expressionsanalyse: RNA Isolierung und quantitative Realtime PCR 
RNA Isolierung 
Ausgangsmaterial für die RNA Isolierung war die Kahmhaut, die nach 18h Inkubation 
im Dunkeln (37° in einer lichtdichten Holzbox) auf der Oberfläche von zuvor ange-
impften kleinen Petrischalen mit flüssigem Minimalmedium mit den entsprechenden 
Selektionsmarkern gewachsen ist. Angeimpft wurde durch gleichmäßiges Auftropfen 
einer Sporensuspension auf die Medienoberfläche. Je 3 der 12 Proben wurden für 
eine halbe Stunde mit Weißlicht, Blaulicht oder Rotlicht belichtet, 3 Proben blieben 
unbelichtet. Lichtspektren wurden erzeugt wie in Abschnitt 4.8 beschrieben.  Zur  
Bestimmung der Expression der Photorezeptorgene in Sporen wurden Sporensus-
pensionen in flüssigem Minimalmedium mit 2%Glyzerin als C-Quelle und Selektions-
markern im Dunkeln oder unter Dunkelrotlicht (740nm) in Petrischalen schüttelnd 
inkubiert (Röhrig et al., 2013). Zum mechanischen Aufbrechen des Myzels wurden 
die stickstoffkalten Proben mit Glasskügelchen versetzt und 3min in einer Zellmühle 
(Retsch MM200) bei 30 Schlägen/sec zerkleinert.  Die RNA Isolierung wurde nun mit 
Hilfe des Fungal RNA Extraction Kits der Firma Omega nach beiligender Anleitung 
nach RB Methode durchgeführt.  Gelöst wurde die isolierte RNA in 30µl RNAse  
freiem dest. H2O. Anschließend wurde ein DNase Verdau durchgeführt mit dem 
TURBO DNA-free Kit von Applied Biosystems nach Angaben des Herstellers. 
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quantitative Realtime PCR 
Die Durchführung der Realtime quantitative PCR erfolgte mit dem SensiFAST SYBR 
& Fluorescein One-Step Kit von Bioline (Lückenwalde) nach Angaben des  
Herstellers. Die PCR Samples wurden mit RNAse freiem H2O auf eine Konzentration 
von 50ng/µl gebracht. Die Realtime Primer wurden je in einer Konzentration von 5µM 
eingesetzt. Der jeweilige Mastermix enthielt pro Reaktion: 12,5 µl 2xSYBR Green 
Mix; 2 µl Primermix (5 µM) und 0,25 µl Reverse Transkriptase und 0,5 µl RiboSafe 
RNase. Dann wurde mit Nuklease freiem Wasser auf 23µl aufgefüllt. Der Mastermix 
wurde nun auf die jeweiligen Wells verteilt, dann wurden je 2 µl der RNA zugegeben 
(50 ng/µl). Als Kontrolle wurden alle Primerpaare in einer Non Template Control 
(kompletter Ansatz ohne RNA) und alle RNA Templates in einer –RT Kontrolle  
(normaler Ansatz ohne Reverse Transkriptase) testamplifiziert. Alle quantitativen  
Realtime PCR Ansätze wurden in biologischem Triplikat und technische Duplikat  
getestet. Für die PCR wurde der BIORAD iCycler mit folgenden Bedingungen  
verwendet: 
cDNA Synthese 45°C; 10min 
RT Inaktivierung/  95°C; 2.30min 
Pol Aktivierung  
 
Denaturierung  95°C; 10sec  
Primer Annealing  55°C; 30sec 
+ Polymerisation 
Dissoziationskurve 95°C; 1min 
   55°C; 1min 
Schmelzkurve  55°C; 10sec  (80 Zyklen, pro Zyklus wurde die Temperatur um 0,5°C verringert) 
 
4.4.13 Langzeit-Expressionsanalyse mittels eines Luciferase Reporter Systems 
Zum Nachweis einer zyklischen Expression über einen mehrtägigen Zeitraum wurde 
ein Luciferase-Reporter System benutzt. Hier wurde der jeweilige Pomotor von ccgA 
oder gpdA vor ein für Aspergillus fumigatus Codon optimiertes Glühwürmchen  
Lucieferase-Gen (Brock et al., 2008) kloniert und mittels homologer Integration in den 
ArgininB Lokus verwendeter Stämme eingebracht. Als Kontrolle diente der  
entsprechende Vektor ohne Promotor. 5 x 103 Sporen der besagten Stämme wurden 
dann in 5 µl H2O pro Well einer 96 Well Platte vorgelegt. Dann wurden die Sporen 
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mit 150 µl etwa 50°C warmem Topmedium (Minimalmedium mit passenden  
Markern), versetzt mit D-Luciferin (Perkin Elmer), überschichtet und die Platte mit 
einer gasdurchlässigen durchsichtigen Deckfolie (4titude, Berlin) verschlossen.  
Anschließend wurde die Platte in einem Perkin Elmer Multimode Plate Reader im 
Lumineszenz Messprogramm für 4 - 7 Tage alle 20 Minuten ausgelesen. Inkubiert 
wurde die Platte zwischen den „Reads“ bei ausgefahrener Schublade in einem 
Memmert IPP750plus Inkubator bei konstanter oder wechselnder Temperatur und 
ebenfalls bei konstanter oder wechselnder Belichtung. Die Daten wurden in Microsoft 
Excel vorsortiert und anschließend mit dem Programm CronoX3 (Till Roenneberg) 
ausgewertet bei einer trend correction von 24. 
 
4.5 Mikroskopische Methoden 
4.5.1 Bestimmung der Keimungsrate von Konidiosporen: 
Für die Bestimmung der Keimungsrate unter verschiedenen Beleuchtungen wurden 
Sporensuspensionen mit 7 x 105 Sporen/ml in flüssigem Minimalmedium mit 2%  
Glyzerin als C-Quelle, beziehungsweise 1% Glukose als C-Quelle, je nach  
Experiment, erstellt. Verwendet wurden hierfür frisch bewachsene Platten der A.  
nidulans Wildtypstamm FGSCA4, oder der Stämme SJP1, SJP22, SCK44, sowie 
SRJ33. 500 µl der jeweiligen Suspension wurden auf in Petrischalen vorgelegte  
sterile Deckgläschen pipettiert, anschließend wurde inkubiert. Die Inkubation fand bei 
23°C für die Proben in Minimalmedium mit Glyzerin, beziehungsweise bei 37°C für 
die Proben in 1% Glukosemedium statt. Zusätzlich dazu im Dunkeln (in einer  
lichtdichten Kartonbox), beziehungsweise unter Beleuchtung. Die jeweilige Länge der 
Inkubation differierte zwischen den Stämmen und der C-Quelle (siehe Ergebnisteil). 
Für die Beleuchtung wurden LED Panele mit Diffusorfolien (je 24 LEDs der Firma 
Reuthner Lasertechnik, Wien) verwendet. Folgende Wellenlängen wurden benutzt: 
Blaulicht (450 nm), Rotlicht (700 nm), Dunkelrotlicht (740 nm). Die Lichtintensität  
betrug zwischen 0,5 und 0,9 W/m2. Nach der jeweiligen Inkubation wurden die  
Proben mikroskopiert. Es wurden je 200 Sporen gezählt und jeweils der Anteil der 
ausgekeimten Sporen ermittelt. Die Sporen galten als ausgekeimt sobald ein mindes-
tens 2 µm langer Keimschlauch zu sehen war. Für die statistische Relevanz wurde 




jeder Versuch mindestens im Triplikat durchgeführt mit zwei Technischen Replikaten 
pro Lichtqualität und Inkubationszeitpunkt. 
Zur Bestimmung der Anzahl der Zellkerne wurden die Proben wie eben  
beschriebe inkubiert und anschließend für 3 min mit DAPI gefärbt. Die jeweiligen 
sporendurchmesser wurden mittels Zen (Zeiss) gemessen. 
 
4.5.2 Vergleich der Entwicklungsphänotypen – Bestimmung der Konidiosporen- 
und Primordienanzahl 
Für die Bestimmung der Konidiosporenanzahl wurden Sporensuspensionen der ver-
wendeten Stämme SRJ4, SRJ7 und SRJ22 erstellt. Je 5 x 105 Sporen wurden mittels 
sterilen Glaskugeln auf kleinen Petrischalen, jeweils gefüllt mit exakt 15 ml Minimal-
medium mit pyro, ausplattiert. Die Platten wurden für 24 h im Dunkeln, in einer licht-
dichten Holzbox inkubiert. Es folgte eine weitere Inkubationsphase für 24 h, wieder 
im Dunkeln, oder unter Weißbelichung (LED Panele Reuthner Lasertechnik).  
Anschließent wurden alle auf der Platte enthaltenen konidiosporen mit 2% Tween20 
Lösung in Suspension gebracht, in ein 50 ml Falcon Tube überführt und mit Tween20 
Lösung auf 50 ml aufgefüllt. Nun wurde nach kräftigem Vortexen die Sporenanzahl 
mittels einer Neubauer Zählkammer bestimmt. 
Die Bestimmung der Primordien/Kleistothezienanzahl erfolgte auf ähnlichem 
Weg. Hier wurde allerdings nach den ersten 24 h Dunkelinkubation weitere 48 h  in 
Dunkelheit oder unter Weißbelichtung inkubiert. Anschließend wurden die Platte am 
Binokular fotographiert, dann wurde, ebenfalls am Binokular, durch Auszählen die 
Menge der jungen Kleistothezien bestimmt. 
 
4.5.3 Fluoreszenzmikroskopie 
Fluoreszenzaufnahmen, sowie DIC-Aufnahmen (Differential Interference Contrast) 
wurden mittels des AxioImagerZ.1 von Zeiss erstellt (verwendete Software: AxioVisi-
on V4.5 oder Zen; verwendete Kamera: AxioCam MR). Die Mikroskopie erfolgte mit 
einem 63er, bzw. mit einem 100er Plan-ApoChromat Objektiv. Lichtquelle war eine 
Osram Quecksilberdampflampe HBO100. 
 




Tabelle 11: Verwendete Filterkombinationen 
Fluoreszenzfarbstoff Erregerfilter Farbteiler Sperrfilter 
GFP 450-490 510 520 
YFP 510-520 530 540 
DAPI 365 395 397 
 
 
4.5.4 Bimolekulare-Fluoreszenz-Komplementation (BIFC oder Split YFP) 
Zum Nachweis und der subzellulären Lokalisierung von Protein-Protein-Interaktionen 
wurde das BIFC-System verwendet. Hierfür wurde der jeweilige ORF hinter den N- 
bzw. C-Terminus von YFP (YFP_NT / YFP_CT)  kloniert. Exprimiert wurden die  
jeweiligen Konstrukte unter dem induzierbaren alcA Promotor  
(alcA(p)::YFP_NT::ORF1, pyro ; alcA(p)::YFP_CT::ORF2, pyr4). Nach  
Transformation beider Konstrukte in SKV103 wurden die jeweiligen Transformanten-
Stämme in auf Deckgläßchen in MMflüssig 2%Glyzerin angeimpft und über Nacht bei 
28°C inkubiert. Interagieren die beiden Proteine, sind beide YFP-Hälften so nah  
beieinander, dass mittels Fluoreszenzmikroskopie im YFP-Kanal ein Signal detektiert 
werden kann. 
 
4.6 Protein-Biochemische Methoden 
4.6.1 Herstellung eines Protein-Gesamtzellextrakts aus A. nidulans 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
Proteinextraktionspuffer 50 mM Tris HCl pH 8,0; 150 mM NaCl, 0,005% 
TritonX100, 1 mM EDTA, Proteaseinhibitoren 
(Leupeptin 2 µg/ml; 1 mM PMSF; 1,5 mM 
Benzamidin, Pestation 2 mg/ml) 
 




Die jeweils verwendeten Stämme wurden 22 h – 26 h in Flüssigkultur in MM mit 2% 
Threonin und 0,2% Glukose oder respektive in MM mit 2% Glukose, je supplemen-
tiert mit benötigten Auxotrophiesubstanzen kultiviert. Anschließend wurde das ent-
standene Myzel über Miracloth (Calbiochem, Heidelberg) abfiltriert, trockengepresst 
und dann in flüssigem Stickstoff gemörsert. Das so entstandene Myzelpulver wurde 
im Volumenverhältnis 1 : 2 mit 1 ml Proteinextraktionspuffer versetzt und für 20 min 
unter mehrmaligem Invertieren auf Eis inkubiert. Nach zweimaligem Zentrifugieren (je 
15 min, 13000 rpm, 4°C) zum Abtrennen der Zelltrümmer wurde das so entstandene 
Proteinextrakt weiterverarbeitet. Zur Konzentrationsbestimmung  wurde das Roti-
Quant Reagenz von Roth (Karlsruhe) verwendet (je 799 µl Puffer, 1µl Probe und 200 
µl Roti Quant). Die Absorbtion wurde gegen einen Blindwert (800 µl Puffer, 200 µl 
Roti Quant) bei 595 nm gemessen. Die verwendete Eichkurve wurde mittels BSA 
erstellt. 
 
4.6.2 SDS PAGE  
Verwendete Substanzen Zusammensetzung 
Laufpuffer 25 mM Tris-Base; 250 mM Glycin; 0,1% SDS; 
H2O 
Protein Ladepuffer (4x) 240 mM Tris HCl pH 6,8; 8% SDS; 40% Glyzerin; 
12% DTT; 0,004% Bromphenolblau 
Sammelgel (4%) 3,56 ml H2O; 0,67 ml 30%Acrylamid Mix; 0,63 ml 
0,5 M Tris pH 6,8; 0,05 ml 10%SDS; 0,05 ml 10% 
APS; 0,005 ml TEMED 
Trenngel (10%) 4 ml H2O; 3,3 ml 30% Acrylamid Mix; 2,5 ml 1 M 
Tris pH 8,8; 0,1 ml 10%SDS; 0,1 ml 10% APS; 
0,005 ml TEMED 
 
Proteinproben wurden mit der entsprechenden Menge an Ladepuffer versetzt,  
anschließend für 5 min bei 98°C inkubiert und dann nach kurzem Abkühlen, wurden 
je 20 µl beziehungsweise 25 µl pro Tasche pipettiert. Als Marker wurde der PAGE 
Ruler Prestained von Thermo Scientific verwendet. 




4.6.3 Western Blot Analyse 
Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
Protein-Transferpuffer 20 mM Tris; 100 mM Glycin; 0,1% SDS; 20% 
Methanol 
TBS-T 50 mM Tris pH 7,6; 150 mM NaCl; 0,1% Tween 
20;   
Magermilch 1 g Magermilchpulver in 20 ml H2O   
Stripping Puffer TBS-T mit 2% SDS und 100 mM β-
Mercaptoethanol   
 
Das Blotting der SDS Gele erfolgte mit dem Biorad Mini Protean System in Transfer-
puffer auf eine in Methanol aktivierte PVDF Membran (Roth, Karlsruhe) bei 125V für 
1,5 h mit Kühlakku und Rührfisch. Blot Aufbau: Kathode – Schwamm – Whatman 
Papier – SDS Gel – PVDF Membran – Whatman Papier – Schwamm – Anode  
Nach Abbau des Blots wurde die Membran in Magermilch für 1 h blockiert,  
anschließend wurde der 1. Antikörper zugegeben, ebenfalls in Magermilch, Anti HA 
1:10000 (Sigma) oder Anti GFP 1:2000 (Roche). Inkubation erfolgte drehend für 1 h 
bei Raumtemperatur. Anschließend wurde dreimal je 10 min mit TBS-T gewaschen. 
Nun erfolgte die Zugabe des 2. Antikörpers, Anti mouse 1:10000 (Sigma). Inkubation 
erfolgte wieder drehend für 1h bei Raumtemperatur. Nach weiteren drei Wasch-
schritten mit TBS-T für je 10 min wurde die Detektionslösung Western Bright der  
Firma advansta (CA, USA) nach Angabe des Herstellers zugegeben. Entwickelt  
wurde der Blot mittels Lumi-Imager. 
Nach erster Detektion erfolgte im Falle einer Entwicklung mit verschiedenen Anti-
köpern das Strippen der Membran mit Stripping Puffer für 30 min bei 50°C. Nun 









Verwendete Lösungen Zusammensetzung 
Proteinextraktionspuffer 50 mM Tris HCl pH 8,0; 150 mM NaCl, 0,005% 
TritonX100, 1 mM EDTA, Proteaseinhibitoren 
(Leupeptin 2 µg/ml; 1 mM PMSF; 1,5 mM 
Benzamidin, Pestation 2 mg/ml) 
Protein Ladepuffer (4x) 240 mM Tris HCl pH 6,8; 8% SDS; 40% Glyzerin; 
12% DTT; 0,004% Bromphenolblau 
 
Nach Herstellung eines Protein-Gesamtzellextraktes wurden 50 µl des Protein-
extrakts als Inputkontrolle verwendet, 500µl wurden für die Immunpräzipitation (IP) 
eingesetzt. Pro Probe wurden 50 µl Pierce Anti HA Agarose (Thermo Scientific) 
eingesetzt. Die HA-Agarose wurde vor Verwendung fünfmal mit Proteinextraktions-
puffer gewaschen. Nach jedem Waschschritt wurde 30 sec bei 5000 rpm und 4°C 
zentrifugiert und 30 sec auf Eis absetzen lassen, dann der Überstand entfernt. Nun 
wurde mit Proteinextraktionspuffer auf 600 µl aufgefüllt und diese gleichmäßig auf die 
IP Proben verteilt. Anschließend wurden die Proben 3 h bei 4°C drehend inkubiert. 
Danach wurde die Agarose weitere fünf Male vorsichtig gewaschen, dann der Über-
stand restlos entfernt und das Pellet mit 60 µl 2x Proteinladepuffer versetzt, zum  
Input wurde ebenfalls Proteinladepuffer gegeben (je 17µl 4x Ladepuffer). Dann wur-
den die Proben 5 min bei 98°C inkubiert und anschließend auf ein 10% SDS Gel  
geladen. Es folgten SDS PAGE und Western Blot Analyse. 
 
4.7 Nachweise verschiedener Metaboliten 
4.7.1 Hämgehaltbestimmung von C-Typ Cytochromen 
106 Sporen der Stämme SRJ4 und SRJ7 wurden jeweils in 100 ml Erlenmeyerkolben 
gefüllt mit 75 ml Minimalmedium mit pyro für 12 h im Dunkeln bei 30°C schüttelnd 
(180 rpm) inkubiert. Anschließend wurde je ein Teil der Proben mit Weißlicht  
(Halogenstrahler) belichtet oder weiterhin im Dunkeln gehalten bei 37°C, 200 rpm für 




24 h. Anschließend wurden Gesamproteinextrakte hergestellt und mittels Roti Quant 
(Roth) auf eine Proteinkonzentration von 1,5 mg/ml eingestellt. 
Je 200 µl der Gesamtproteinextrakte der Stämme SRJ4 (∆vipA) und SRJ7 (wt) 
wurden nun mit 200 µl Lösung A (40% Pyridin in 200mM NaOH) und dann mit 1,2 µl 
einer 0,1 M K3Fe(CN)6-Lösung versetzt, um Hämproteine in einen vollständig  
oxidierten Zustand zu überführen. Nach erster Absorptionmessung über den Bereich 
von 300 nm bis 800 nm wurde Na-Dithionit zur Probe gegeben, um alle Hämproteine 
vollständig zu reduzieren. Nach erneuter Messung der jeweiligen Spektren, konnte 
so die Differenz im Absorptionsbereich der C-Typ-Cytochrome (550 nm) bestimmt 
werden, normalisiert zum Absorptionsunterschied bei 335 nm. 
Errechnet wurde die Konzentration wie folgt: 
Bestimmung der Gesamtabsorption A: Ages = [A550 red – A550 ox] – [A535 red – A535 ox] 
Durch das Lambert-Beersche Gesetzt: A = ε x c x d konnte nun die Häm-
konzentration bestimmt werden, wobei ε der molare Extinktionskoeffizient hier  
24 mM-1 beträgt (Berry & Trumpower, 1987) und d die Schichtdicke der Kuvette bei 
1 cm liegt. 
 
4.7.2 Bestimmung der Porphobilonogen (PBG) Konzentration 
Inkubation, Beleuchtung und Proteinextraktion wurden durchgeführt wie in 4.7.1 be-
schrieben. Die Proteinkonzentration wurde hier auf 2 mg/ml eingestellt.  Anschlie-
ßend wurden je 300 µl des Extraktes versetzt mit Puffer 1 (183 µl H2O, 21 µl 1M 
TrisCl pH8, 96 µl MgCl2 50 mM und 200 µg 5-Aminolävulinsäure), gemischt und für 
2,5 h bei 37°C inkubiert. Im Anschluss wurde der PBG Gehalt besagter Proben  
mittels des ClinRep Komplettkits zur PBG Bestimmung aus Urin (Recipe, Freiburg) 
ermittelt. Es wurde nach Angaben des Herstellers verfahren, statt Humanurin wurde 
die jeweilige Probe auf die Anionenaustauschersäule gegeben. Eluiertes PBG wurde 
1:1 mit Ehrlichs Reagenz (2,4 g ReagenzC, 20 ml Perchlorsäure, 100 ml Eisessig) 
versetzt, gevortext und 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die PBG Konzentration 
konnte nun photometrisch Bestimmt werden (Messung bei 553 nm). Zur  
Konzentrationsbestimmung wurde eine Verdünnungsreihe der Positivkontrolle  




erstellt. Dargestellt ist der PBG Gehalt pro Probe in % normalisiert zur Produktion im 
Wildtyp dunkel. Es wurden je zwei biologische Replikate gemessen. 
 
4.7.3 Penicillin Assay 
Verwendete Medien Zusammensetzung  
Laktose Stock 200 g Laktose in 1 l H2O 
MgSO4 Stock 4,5 g MgSO4 in 50 ml H2O 
Corn Steep Medium 40 g Corn Steep Solids; 10 g CaCo3; 4,7 g 
KH2PO4; 0,5 g Phenoxyessigsäure; mit H2O auf-
füllen auf 800 ml; pH 6,0 mit KOH; nach dem 
autoklavieren zugeben: 200 ml Laktose Stock; 1 
ml MgSO4 Stock 
 
1*107 Sporen der Stämme SRJ4, SRJ7 und SRJ22 wurden in je 50 ml Corn Steep 
Medium mit pyro in 100 ml Kolben für 24 h bei 26°C und 200 rpm im Dunkeln (Alu-
folie um Kolben, Schüttler abgedunkelt) inkubiert. Dann wurde mittels eines Halogen-
strahlers ein Teil der Proben für weitere 24 h belichtet, die anderen Proben wurden 
weiter im Dunkeln inkubiert (26°C, 200 rpm). Nun wurde das Myzel über Trichter mit 
Miracloth abfiltriert. Der Durchfluss wurde in 50 ml Falcons aufgefangen, 5 min bei 
5000 rpm und 4°C zentrifugiert und dann für den Penicillin Assay eingesetzt. Das im 
Miracloth Filter aufgefangene Myzel wurde trocken gepresst und anschließend für 48 
h bei70°C getrocknet. Anschließend wurde das Trockengewicht bestimmt. 
Als Indikatororganismus diente Geobacillus stearothermophilus, kultiviert als Über-
nachtkultur in LB Medium bei  55°C und 180 rpm. 
In große Petrischalen mit je 80 ml LB Agar versetzt mit der Geobacillus  
stearothermophilus Kultur wurden pro Schale 5 Löcher gestanzt (Durchmesser  
0,9 cm) und mit 100 µl der jeweiligen Überstände befüllt. Als Kontrolle dienten die 
gleichen Proben versetzt mit Penicillinase (je 5U Penicillinase; Sigma-Aldrich,  




St. Louis, USA). Die jeweiligen Penicillinkonzentrationen wurden mittels einer Eich-
kurve ermittelt und auf das jeweilige Trockengewicht berechnet. 
Der Versuch wurde im biologischen Duplikat durchgeführt. 
 
4.7.4 Sterigmatocystinproduktion 
Verwendete Reagenzien Zusammensetzung  
Laufpuffer (100 ml) 80 ml Toluol; 10 ml Ethylacetat; 10 ml Essigsäure 
AlCl3 Lösung 10% AlCl3 in EtOH reinst 
 
Kleine Petrischalen mit je 15 ml Minimalmediumagar wurden mit Glasperlen mit 
5x105 Sporen der jeweiligen Stämme beimpft. Nach zwei Tagen war ein dichter  
Rasen gewachsen, nun wurden pro Platte 2 Agarblöcke ausgestanzt (Durchmesser 9 
mm). Diese wurden in ein 2 ml Reagiergefäß gegeben, mit 1 ml Chloroform (Roth, 
Karslruhe) versetzt und 1 h ausgeschüttelt. Anschließend wurde nochmals starkt  
gevortext um dann den Übestand restlos abzunehmen, in ein neues Reagiergefäß zu 
überführen und das Extrakt in der SpeedVac zur Trockne einzudampfen. Nun wurde 
in 60 µl Acetonitril unter starkem Vortexen gelöst und schließlich 10 µl je Probe auf 
eine Kieselgelplatte (Dünnschichtplatte Silica 60) aufgetragen. Zwischen jeder Probe, 
sowie zum unteren Rand blieben dabei 1 cm Abstand. Die Platte wurde nun in einer 
Dünnschichtkammer mit etwa 10 ml Laufpuffer bei geschlossenem Deckel laufen 
gelassen bis etwa 1 cm unter dem oberen Rand. Nach Trocknen der Platte wurde 
diese gleichmäßig mit einer Bestäuberflasche mit AlCl3 Lösung besprüht und  
anschließend für 10 min bei 80°C im Hybridisierungsofen gebacken. Zum Vergleich 
diente ein Sterigmatocystin Standard. Nach Anregung mit UV Licht (365 nm) konnte 
das Ergebnis fotographisch festgehalten werden. 
Der Versuch wurde zwei Male wiederholt, pro Stamm und Versuch wurden je 3 bio-
logische Replikate verwendet. Für die vergleichende Quantifizierung wurde mit dem 
Graphikprogramm Image J die Intensität der jeweiligen Bande bestimmt. 
 




4.8 Verwendete Lichtquellen 
4.8.1 Sporenkeimungsversuche und circadiane Uhr 
Für die Inkubationen im Blau- (450 nm), Rot- (700 nm) oder Dunkelrotlicht (740 nm) 
wurden LED Panele der Firma Roithner Lasertech (Wien) verwendet. Die LED Pane-
le bestanden aus jeweils 24 LEDs und befanden sich in Kartonboxen. Eine gleich-
mäßige Beleuchtung wurde durch angebrachte Diffusorfolien garantiert. Die Licht-
intensität am Boden der Boxen  betrug 0,51 W/m2 (700 nm), 0,56 W/m2 (450 nm) 
beziehungsweise 0,9 W/m2 (740 nm). Die Weißbelichtung erfolgte mittels einer 
Breitspektrumlampe bei einer Intensität zwischen 400 nm und 800 nm von 7,8 W/m2. 
Auch die quantitative Realtime PCR zur Expression der Lichtsensorgene (lreA/B und 
fphA) in Sporen wurde mittels des hier beschriebenen LED Panels (740 nm) durch-
geführt. 
 
4.8.2 VipA Phänotypisierung – Entwicklung und Metabolismus 
Weißbelichtung in den Versuchung zur sexuellen und asexuellen Entwicklung, sowie 
zur Sterigmatocystinbiosynthese und für die durchgeführten quantitativen Realtime 
PCRs, sowie die Chromatinimmunopräzipitation erfolgten mit einem Weißlicht LED 
Panel mit 14 LEDs der Firma Roithner Lasertechnik bei einer Lichtintensität von 0,5 
W/m2. Weitere quantitative Realtime PCRs zur Expression von ccgA erfolgte eben-
falls mit beschriebenem Weißlicht (LED), beziehungsweise mit neuen LED Panelen 
(Roithner Lasertechnik), ebenfalls bestehend aus 14 LEDs und regelbar in der Inten-
sität. Verwendet wurden neben weißen LEDs die Farben Blau (450 nm) und Rot (705 
nm). Ale Panele sind in lackierte Holzboxen mit Klappdeckel eingebaut. Intensitäten 
wurden im Einzelspektrum an das Weißlichtspektrum angepasst. 
Für Belichtung der Schüttelkulturen zur Penicillinproduktion, wie auch für den  
5-Aminolävulinsäurenachweis und die Bestimmung des Hämgehaltes wurde ein  
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6.1 Zusatz zur Arbeit 
 
S.1  Stammbaum zur Darstellung der Verwandtschaftsverhältnisse von VipA zu FAR1-Domäne 
Proteinen anderer Organismen. Die nächsten Verwandtschaften zeigen Proteine aus Aspergillus 
glaucus, Penicillium roqueforti und Talaromyces stipitatus. Keines dieser Proteine ist bisher näher 
charakterisiert Der Stammbaum wurde nach BLAST(p) Analyse und Clustal Ω Alignment mittels  
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